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In der menschlichen Mundhöhle findet man natürliche mikrobielle Biofilme an 
diversen Oberflächen, im allgemeinen Plaque genannt. Nach den Autoren Keijser et 
al. ist die Zusammensetzung der oralen Mikroflora sehr verschieden und besteht 
schätzungsweise aus 19.000 Stammtypen, was beträchtlich höher ist als 
ursprünglich angenommen [123]. Eine gründliche und regelmäßige Mundhygiene 
kann die Anlagerung der dentalen Plaque weitgehend verhindern und vor damit 
verbundenen gesundheitlichen Schäden schützen. Ein Überschuss an dentaler 
Plaque jedoch, meist durch schlechte Mundhygiene, verursacht zum Beispiel 
parodontale Erkrankungen, Karies und Wurzelkanalinfektionen [42,108,148]. In der 
Geschichte der Mikrobiologie wurden Mikroorganismen ursprünglich als 
planktonische, frei schwebende Zellen dargestellt. Erst mit Entdeckung der ersten 
mikroskopischen Darstellung von Mikroorganismen durch van Leeuwenhoek (1632-
1723), wurde bewusst, dass Mikroorganismen an freie Oberflächen binden und an 
diesen uneingeschränkt wachsen können. Dies führte zu weiteren Studien, in denen 
mit Oberflächen assoziierte Biofilme entdeckt wurden.  
Ein Biofilm ist eine dreidimensionale Struktur, in der verschiedene Bakterienarten in 
der Lage sind, als Gemeinschaft, nahezu alle Grenzflächen (Oberfläche/Luft, 
Oberfläche/Flüssigkeit, Flüssigkeit/Luft oder Flüssigkeit/Flüssigkeit) zu besiedeln 
[54]. Bakterielle Biofilme entstehen nicht nur in der Mundhöhle, sondern sind 
ubiquitär vorkommend. In der Medizin verwendete Werkstoffe, wie Implantate, 
Instrumente, Apparaturen, etc. entwickeln auf ihren Oberflächen in Wechselwirkung 
mit der biologischen Umgebung häufig Biofilme. Diese können unerwünschte 
Reaktionen auslösen, wie z.B. Thrombenbildung bei Blutkontakt, 
Abstoßungsreaktionen, Periimplantitis infolge von Plaquebildung auf Implantaten bei 
Speichelkontakt, oder Entzündungen durch Biofilme auf Kontaktlinsen [40]. Biofilme 
entstehen sowohl auf Fremdmaterialien als auch auf körpereigenen Strukturen (wie 
z.B. auf Zähnen, Zunge, Gefäßen). Aber auch systemische Krankheitsprozesse 
scheinen durch Biofilm-assoziierte Bakterien hervorgerufen zu werden, wie z.B. 
Mittelohrentzündungen, zystische Fibrose, chronische Prostatitis und angeborene 
Herzklappen-Endokarditis [70]. Bakterien im Biofilm sind durch eine weitgehend nicht 
permeable Schicht vor externen Einflüssen wie Antibiotika gut geschützt [213]. 
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Obwohl die genetische Ausstattung der jeweiligen Bakterien im Biofilm genau mit 
entsprechender, frei beweglicher Mikroben übereinstimmt, ist ihr biochemisches 
Verhalten sehr verschieden. So werden „Biofilm-Bakterien“ von Antibiotika kaum 
beeinflusst, auch gegenüber Desinfektionsmittel, wie z.B. CHX, sind Biofilme ca.150-
200.000 mal resistenter [238]. Bakterien, die üblicherweise durch CHX gehemmt 
werden, können im Biofilm resistent werden [146]. 
Ein Großteil der Studien, in welchen antiseptische Mittel und Methoden zur 
Eliminierung von Mikroorganismen untersucht wurden, basieren auf Versuchen mit 
planktonisch kultivierten Bakterien [50,84,144]. Das Ziel dieser Studie war daher die 
Etablierung eines adhärenten, polymikrobiellen Biofilmes um in-vivo Bedingungen 
besser zu simulieren und somit zukünftig die Wirkung antibakterieller Substanzen auf 
biofilmähnliche Strukturen realitätsnäher untersuchen zu können.  
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2. Literaturübersicht   
 
2.1.  Allgemeines zu Biofilmen 
 
Marshall beobachtete erstmals 1976 die Beteiligung von „sehr feinen extrazellulären 
Polymer-Fibrillen“ bei der Verankerung der Bakterien an Oberflächen [152]. 
Costerton et al. beschrieben, dass Gemeinschaften von aneinander gereihten 
Bakterien in aquatischen Systemen in eine Glykokalix-Matrix eingebunden sind, die 
aus Polysacchariden besteht. Es konnte nachgewiesen werden, dass die Matrix-
Bestandteile an der Adhäsion beteiligt sind [51]. Im Jahr 1987 berichteten Costerton 
et al., dass Biofilme aus einzelnen Zellen und Mikrokolonien bestehen, die in einer 
wässrigen anionischen Matrix eingebettet sind [49]. 1995 hoben Costerton et al. 
hervor, dass sich Biofilme an Oberflächen, Zwischenflächen und aneinander 
anheften können und nahmen die Begriffe „Mikrobielle Aggregate“ und „adhärente 
Population“ in ihre Definition mit auf [52]. Zur gleichen Zeit konnten Costerton et al. 
zeigen, dass der Prozess der Biofilmbildung von spezifischen Genen reguliert wird, 
die während der initialen Adhäsion zwischen den Zellen übertragen werden [52]. 
Weitere Studien haben gezeigt, dass in adhärent wachsenden Bakterien bis zu 45 
Gene exprimiert werden, die bei den gleichen planktonisch wachsenden Bakterien 
nicht nachweisbar sind. Ein Genaustausch findet nur zwischen adhärent 
wachsenden Bakterien statt und nicht zwischen adhärenten und planktonischen oder 
zwischen planktonischen Mikroorganismen [71]. Zu der bisherigen Definition des 
Biofilmes wurden somit weitere Eigenschaften hinzugenommen, wie die veränderte 
Wachstumsgeschwindigkeit und die Genübertragung zwischen adhärent 
wachsenden Bakterien.  
Die heutige anerkannte Definition des Biofilmes lautet:  
`eine mikrobiell adhärente Gemeinschaft, charakterisiert durch Zellen, 
die irreversibel an eine Oberfläche, Zwischenfläche oder aneinander 
angeheftet sind, eingebettet in eine Matrix aus extrazellulären 
polymeren Substanzen, die durch sie selbst produziert wird. Sie weisen 
einen sich verändernden Phänotyp auf, abhängig von der 
Wachstumsgeschwindigkeit und der Gentranskription der adhärent 
wachsenden Bakterien`[71]. 
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Biofilme können von einer einzigen (Monospezies-Biofilm), mehreren oder vielen 
verschiedenen Bakterienspezies (Multispezies-Biofilm) gebildet werden [6,7,71,251] 
und können auf Schichtdicken von mehr als 5 mm anwachsen [49,52]. Sie sind 
vielfältig strukturiert. Sie beinhalten lebende Biomasse, abgestorbenen Zelldetritus 
und Matrixsubstanz. 90% aller Mikroorganismen sind in Biofilmen organisiert 
[71,258]. Ein klassischer Biofilm besteht zu 80-90% aus Wasser. Das 
Trockengewicht setzt sich zu 70% aus Bakterien zusammen, den restlichen 
Gewichtsanteil nimmt die Matrix ein. Sie entstehen an Grenzflächen zwischen zwei 
Phasen, wie zwischen Gas- und Flüssigphase (z.B. an der Wasseroberfläche), 
zwischen Flüssig- und Festphase (z.B. Schiffsrümpfe) oder zwischen verschiedenen 
Flüssigphasen (z.B. Öl in Wasser) [54,69,241,242]. Makromorphologisch zeigen sich 
typische pilz- oder tulpenförmige Strukturen mit dazwischenliegenden Kanälen, die 
nicht nur dem Transport von Nährstoffen und dem Abtransport verbrauchter 
Stoffwechselprodukte dienen [28,48,52,64], sondern auch der Zell-zu-Zell 
Kommunikation und somit dem genetischen Informationsaustausch zwischen 
Bakterien. Die Biofilmstruktur wird beeinflusst durch Nährstoffangebot, 
Strömungsbedingungen, Oberflächenstrukturen und Bakterienspezies [49,59]. Die 
Existenz in Biofilmen bietet Mikroorganismen reichliche Vorteile. So können sie 
Nährstoffe in der Biofilmmatrix speichern um natürliche Limitationen auszugleichen. 
Durch metabolische Wechselwirkungen ist ihnen eine synergistische „Arbeitsteilung 
zwischen unterschiedlichen Spezies“ gewährleistet. Außerdem haben 
Mikroorganismen in Biofilmen, im Vergleich zu planktonisch lebenden Bakterien, eine 
gesteigerte Resistenz gegenüber äußeren Einflüssen, wie Austrocknung, 
Scherkräfte, antibakteriellen Agenzien und Phagozytose [53,71,83,94]. 
 
 
2.2.  Die Phasen der Biofilmbildung 
 
Die Biofilmbildung läuft nach einem generell anerkannten Schema ab. Zunächst 
erfolgt die initiale Adhäsion von Mikroorganismen an Materialoberflächen [33,183], 
dann wächst und reift der Biofilm durch Co-Adhäsions- und Co-
Aggregationsmechanismen, sowie durch die Produktion von Matrixsubstanz 
[126,149,150]. Es findet interbakterielle Kommunikation und Genexpression statt 
[85,126,191,208,258], bis sich ein stationäres Gleichgewicht zwischen 
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Biofilmwachstum und der Phase der Ablösung einstellt [149,150]. In sehr vielen 
Studien wurde die orale Biofilmbildung in-vitro untersucht, die Wirkung 
antimikrobeller Substanzen auf in-vitro gewachsene Biofilme oder die Komplexität 
der adhärent gewachsenen bakteriellen Gemeinschaft (eine genaue Übersicht über 
in-vitro Biofilmmodelle ist unter 2.4. aufgeführt) [29,36,145,176,185]. Jedoch lassen 
sich die in-vivo Bedingungen nur schwer in-vitro simulieren [234], denn schon allein 
circa 50% der oralen Mikroorganismen sind in-vitro nicht kultivierbar [1].  
 
 
2.3.  Die Biofilmbildung 
 
Die Biofilmbildung lässt sich in drei Phasen einteilen (Abb. 1),  
1. die initiale Adhäsion der Bakterien auf einer feuchten Oberfläche 
2. die Phase der Proliferation und Reifung 
3. die Phase des ausgereiften Biofilmes und Ablösung von Tochterkolonien 
Abbildung 1 
Schematische Darstellung der dreistufigen Biofilmbildung am 
Beispiel der in dieser Arbeit verwendeten Bakterien,  
modifiziert nach Chandra et al. [39] 
 
Enterococcus faecalis     Fusobacterium nucleatum          Actinomyces naeslundii 
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2.3.1. Die initiale Adhäsion 
 
Bakterien brauchen für die initiale Adhäsion an Materialien eine Oberfläche, die 
ihnen die Adhäsion über verschiedene Adhäsine, Fimbrien oder Filamente erlaubt. 
Eine frisch gereinigte Schmelzoberfläche stellt Bakterien keinerlei 
Verankerungsmöglichkeit dar. Jedoch wird eine gesäuberte Schmelzoberfläche 
durch den in der Mundhöhle vorhandenen Speichel innerhalb von Sekunden mit 
einer Proteinschicht, der Pellikel, bedeckt [31,35,77]. Diese Pellikelschicht spielt 
aufgrund von adhäsinvermittelten Wechselwirkungen eine sehr wichtige Rolle bei der 
initialen Adhäsion und Etablierung von Bakterien auf Oberflächen [150,191]. Die 
Pellikel besteht aus Proteinen, Glycoproteinen, Lipiden, Glykolipiden, 
Immunglobulinen und Kohlenhydraten aus der umgebenden Mundflüssigkeit und 
enthält extrazelluläre Moleküle, wie saure prolinreiche Proteine, Amylase, Lysozym, 
Statherine und Immunglobuline [4]. Die Pellikel bietet den Zahnhartsubstanzen einen 
anti-erosiven Schutz und reguliert über Diffusion von Calcium und Phosphat sowohl 
Demineralisations-, als auch Remineralisationsprozesse [261-263]. 
Die Pellikel bildet die Basis der dentalen Biofilmbildung [47]. Zunächst binden 
Biomoleküle aus Speichel und Sulkusfluid, an die Schmelzoberfläche [26,95]. Dabei 
sind Phosphoproteine (z.B. Staterine, Histatine, prolinreiche Proteine) die ersten 
adsorbierenden Proteine, da sie eine hohe Affinität zu Hydroxylapatit aufweisen 
[103,140]. Die initiale Bindung planktonischer Mikroorganismen an die entstehende 
Pellikel ist zu diesem Zeitpunkt als eher zufällig einzustufen (Abb.1). Dieser zufällige 
Kontakt planktonischer Mikroorganismen mit der Oberfläche erfolgt passiv über 
Brown´sche Bewegungen, aktiv durch die Bewegung der Mikroorganismen, durch 
Sedimentationsprozesse bzw. durch Flüssigkeitsströmungen [183,197]. Nach 
physikalisch-chemischen Interaktionen zwischen Oberfläche und Mikroorganismen, 
wie van der Waals- und elektrostatischen Wechselwirkungen, sind die 
Mikroorganismen zunächst reversibel und schwach mit ihrer Oberfläche verbunden 
[30,33,149,150,198]. Pionierkeime in der initialen Phase der Besiedlung sind 
beispielsweise Streptococcus sanguis, Streptococcus oralis, Streptococcus mitits, 
Actinomyces spp., Haemophilus spp, Eikanella corrodens, Veillonella, 
Campylobacter, Prevotella melaninogenica [63,72,73,103]. Diese Erstbesiedler 
besitzen Anheftungsstukturen wie Adhäsine und Fimbrien, die dann über stereo-
chemische Wechselwirkungen eine irreversible Bindung mit der Pellikel eingehen 
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[150]. Neben der Adhäsin-vermittelten Bindung der Mikroorgansimen an eine 
Oberfläche, spielen auch die Ablagerung von unlöslichen Polysacchariden bei der 
Anheftung von oralen Bakterien an eine Oberfläche eine wesentliche Rolle. So 
sezernieren Streptokokken der Mutans-Gruppe ein alpha 1,3 Glycanmolekül auf die 




2.3.2. Proliferation und Reifung des Biofilmes 
 
Nach der initialen Adhäsion dieser Erstbesiedler an eine Oberfläche reift der Biofilm 
durch metabolische, genetische und chemische Kommunikationsprozesse der 
Bakterien untereinander. Diese interbakterielle Kommunikation und die weitere 
Bindung von Bakterien an die initialen Erstbesiedler unterliegen zwei 
unterschiedlichen Prozessen. Über Co-Aggregationsmechanismen (Bindung von 
genetisch verschiedenen Bakterien in der planktonischen Phase) und Co-
Adhäsionsmechanismen (Bindung planktonischer Bakterien an bereits adhärente 
Bakterien) beginnt die Reifung eines typischen Biofilmes [126]. Bakterielle Co-
Aggregationen können intraarttypisch, interarttypisch und multiarttypisch sein [129]. 
Auch hier spielen die exprimierten Adhäsine auf den Bakterien eine wichtige Rolle, 
wobei die interzelluläre Adhäsion jedoch sehr selektiv erfolgt. Bei einer Anzahl von 
bis zu 19.000 Stammtypen verschiedener Mikroorganismen in der Mundhöhle 
ergeben sich zahlreiche Bindungsmöglichkeiten untereinander [123]. In-vivo konnte 
jedoch nachgewiesen werden, dass die Bakterien untereinander spezifisch selektiv 
mit nur bestimmten Spezies Bindungen eingehen. Nach Kolenbrander et al. [129] 
können die bakteriellen Besiedler eines Biofilmes in drei Gruppen aufgeteilt werden. 
Diese sind Frühbesiedler, Spätbesiedler und Bakterien, die als Brückenglieder 
zwischen diesen beiden Gruppen dienen können. Früh- und Spätbesiedler können 
untereinander keine Co-Aggregationen eingehen, aber auch zwischen Spezies 
verschiedener Frühbesiedler gibt es Limitationen der Co-Aggregation. Gibbons und 
Nygaard untersuchten die Co-Aggregation von oralen Bakterien, indem sie 23 
Stämme paarweise testeten. Sie fanden heraus, dass nur fünf der 253 Paare eine 
starke Co-Aggregation aufwiesen. Diese fünf Bakterienstämme stellten Paare dar, 
die zusammengesetzt waren aus einem Streptokokken (Streptococcus sanguis 31 / 
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Streptococcus sanguis 34 / Streptococcus salivarius SS2 / Streptococcus salivarius 
9GS2) und einem Actinomyces spp. (Actinomyces naeslundii I) oder Coccobacillus 
(Cocobacillus 26) [91]. 
Mikroorganismen in Biofilmen leben in einer symbiontischen Gemeinschaft mit 
komplexer Kommunikation. Diese interbakterielle Kommunikation wird als „Quorum-
Sensing“ (QS) bezeichnet. Bakterien koordinieren ihre von der Zelldichte abhängige 
Genexpression durch die Ausscheidung kleiner Signalmoleküle [156]. Ist ein 
bestimmter extrazellulärer Konzentrationsgrenzwert erreicht, binden diese Moleküle 
an einen Rezeptor und aktivieren auf diese Weise das QS-System [86]. Es konnte 
nachgewiesen werden, dass QS in einigen Bakterienspezies die Biofilmbildung 
reguliert [104,118]. Eine der wichtigsten Vorgänge während der interbakteriellen 
Kommunikation ist die Regulation der Genexpression. Steigt die Zelldichte in einer 
Population bis zu einem bestimmten Schwellenwert an, werden die Bakterien zur 
Transkription spezifischer Genprodukte angeregt, was zu einer phänotypischen 
Änderung der Funktionen dieser Mikroorganismen führt [223]. Der 
Informationsaustausch erfolgt über Signalmoleküle, die von den Bakterien produziert 
und in die Umgebung sezerniert werden. Zunächst sondern sie eine Reihe von 
Signalmolekülen in sehr geringer Menge in das umgebende Medium aus. Bei 
wachsender Populationsdichte steigt die Anzahl der Signalmoleküle und somit auch 
die Aktivierung verschiedener Gene [87]. Die Art der Signalmoleküle ist 
unterschiedlich für gram-negative und gram-positive Bakterien. Gram-positive 
Bakterien scheiden Peptidmoleküle zur interzellulären Signaltransduktion aus 
[14,106], gram-negative Bakterien arbeiten mit verschiedenen acylierten 
Homoserinlactonen, die als Autoinducer fungieren [85,87]. Autoinducer können die 
Transkription verschiedener Gene induzieren, aber auch ihre eigene Produktion und 
Wirkung verstärken [223]. Über den Austausch von genetischen Elementen innerhalb 
der Biofilmgemeinschaft können beispielsweise Antibiotikaresistenzen übertragen 
werden [58,138,217,222,227]. Dies erschwert die antiseptische Behandlung von 
Biofilmen. Co-Adhäsion und Co-Aggregation bieten Bakterien die Möglichkeit, 
Signale untereinander weiterzugeben und auszutauschen. Diese metabolische und 
genetische interbakterielle Kommunikation ist im Wesentlichen verantwortlich für die 
Biofilmstruktur, die Populationszusammensetzung und ihre Interaktionen [126]. 
Untersuchungen von co-aggregierenden Bakterien zeigten, dass die Co-Adhäsion 
bei diesen Gruppen 5-10 mal stärker ist, als zwischen ihren nicht co-aggregierenden, 
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planktonisch lebenden Analogen [17]. In einem reifenden Biofilm sind die beteiligten 
Mikroorganismen sich ständig ändernden Umweltbedingungen ausgesetzt. Um sich 
diesen anzupassen ist ein Informationsaustausch untereinander erforderlich. So wird 
strikt anaeroben Mikroorganismen, wie zum Beispiel dem Fusbacterium nucleatum, 
unter aeroben Mundhöhlenbedingungen durch Co-Aggregation mit O2-
verbrauchenden Aerobiern und fakultativen Anaerobiern das Überleben ermöglicht 
[21,23]. Ohne diesen Informationsaustausch mit Aerobiern können die anaeroben 
Fusobakterien nur weniger als fünf Minuten in der Mundhöhle überleben [22].  
 
 
2.3.3. Die extrazelluläre polymere Matrix und ihre Bedeutung 
 
Für den interbakteriellen Zusammenhalt der Mikroorganismen ist die Ausbildung 
einer extrazellulären polymeren Matrix ein wesentlicher Aspekt in der Reifung und 
Proliferationsphase des Biofilmes. Diese extrazelluläre polymere Substanz (EPS) 
wird von beteiligten Bakterien selbst produziert und formt und füllt den Raum 
zwischen den Zellen aus (Abb. 1). Die EPS kann bei planktonisch lebenden 
Mikroorganismen nicht nachgewiesen werden. 
Die EPS ist verantwortlich für die Stabilität und Funktionalität des Biofilmes [190,229]. 
Bakterien bilden die EPS aus Saccharose, sie besteht hauptsächlich aus 
Polysacchariden, Glykoproteinen, Proteinen, verschiedenen Lipiden und 
Nukleinsäuren. Der Hauptbestandteil ist jedoch Wasser [2,49,82]. Die Nukleinsäuren 
in der EPS spielen als extrazelluläre DNA eine wichtige Rolle in der Biofilmstabilität, 
bei der Zell-Kommunikation und als interzelluläre Verbindungen zwischen 
Biofilmzellen [82,174,218,247]. Früher ging man davon aus, dass Polysaccharide die 
initiale Adhäsion oraler Keime iniziieren. Heute weiß man, dass die EPS die 
Pathogenität des Biofilmes ausmacht und diesen als „universeller Kleber“ 
zusammenhält [208]. Die EPS stellt für Säuren und Zucker keine Diffusionsbarriere 
dar [65,153,154], vielmehr können die Zuckermoleküle über die EPS in die tieferen 
Schichten des Biofilmes penetrieren [66,81]. Durch die EPS kann in einer 
sauerstoffhaltigen Umgebung ein komplett anderes Milieu entstehen, das bis zur 
Anaerobiose führen kann. Somit können Mikroorganismen mit unterschiedlichen 
Anforderungen in einem gemeinsamen Mikrohabitat existieren [229]. 
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Durch Ausbildung der kompakten EPS-Strukturen in einer polymikrobiellen 
Gemeinschaft können antimikrobielle Agenzien nur in sehr geringer Menge in die 
Biofilmstrukturen penetrieren. Außerdem binden sich Antibiotika dauerhaft an die 
extrazelluläre Substanz, was zur Resistenzentwicklung von antibakteriellen 
Substanzen gegen Biofilmstrukturen beitragen kann [71,88]. 
 
 
2.3.4. Der reife Biofilm und die Phase der Ablösung 
 
Ein ausgereifter Biofilm ist ein dynamisches System und unterliegt einem ständigen 
strukturellen Wandel. In dieser Phase der Biofilmbildung besitzt der Biofilm eine 
Dicke von ca. 50-300µm [143]. Makromorphologisch findet man in einem reifen 
Biofilm Gebiete mit einer sehr hohen Bakteriendichte, welche sich mit Arealen 
flüssigkeitsgefüllter Kanäle abwechseln [255,256]. Diese Kanäle dienen einem 
effektiven Transport aller Nährstoffe und Sauerstoff, sowie dem Abtransport von 
Stoffwechselprodukten aus tieferen Schichten des Biofilmes [59,222]. 
Aus einem reifen Biofilm lösen sich die oberen Bakterienverbände ab und werden 
über den Speichel an neue Siedlungsflächen weitertransportiert (Abb.1) [149]. Somit 
bilden sich Tochterzellen oder Tochterverbände aus. Dieser Prozess unterliegt 




2.4.  Biofilmforschung in-vitro 
 
In-vitro-Biofilmmodelle ermöglichen ein Verständnis über Mechanismen der 
Biofilmbildung, das mikrobielle Zusammenleben in einem Biofilm und 
Resistenzentwicklungen der im Biofilm existierenden Mikroorganismen. Zahlreiche 
Studien untersuchten die Wirkung antimikrobieller Substanzen auf planktonisch 
kultivierte Bakterien. Jedoch unterscheiden sich adhärente, in einem Biofilm 
gewachsene Bakterien phänotypisch und physiologisch von planktonisch 
gewachsenen Bakterien. Eine typische Eigenschaft von adhärent gewachsenen 
Bakterien ist z.B. die gesteigerte Resistenz gegen antimikrobielle Agenzien [71,221]. 
Die Untersuchung der Biofilmbildung in-vitro findet außerhalb des lebenden 
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Organismus statt, dennoch müssen diese Modelle ausreichend gute Vergleiche zu 
in-vivo Bedingungen darstellen. Dies betrifft Parameter wie die Auswahl der 
Bakterien, Temperatur, pH und Sauerstoffpartialdruck aber auch mechanische und 
biochemische Umgebungseigenschaften. Grundsätzlich werden bei der 
Biofilmforschung zwei Untersuchungsziele verfolgt. Zum einen wird die Wirkung 
antimikrobieller Agenzien auf adhärent, in einer Gemeinschaft gewachsenen 
Bakterien untersucht, zum anderen die Komplexität dieser bakteriellen Gemeinschaft 
um z.B. therapeutisch die Entwicklung von Resistenzbildungen umgehen zu können. 
Für die Etablierung eines Biofilmmodelles in-vitro haben sich im Laufe der letzten 
Jahre zwei unterschiedliche Forschungsmodelle durchgesetzt. Das MTP-
Biofilmmodell („mikrotiter plate-based model“) ist eines der meist angewandten 
Biofilmmodelle in-vitro [5,8,171,184]. In diesen Modellen wächst der Biofilm statisch 
auf Kunststoffoberflächen. MTP-Modelle sind geschlossene Systeme ohne 
Durchflusseigenschaften [107]. MTP-Modelle eignen sich zur Untersuchung 
antimikrobieller Substanzen auf Biofilmen, wie beispielsweise die Wirkung 
verschiedener Antibiotika, Desinfektionsmittel, Chemikalien und die Erforschung von 
Quorum-sensing-Inhibitoren [5,8,171,175,184]. Bestimmte Parameter wie die 
Zusammensetzung von Wachstumsmedium, Inkubationstemperatur, Luftfeuchtigkeit, 
die Anwesenheit oder Abwesenheit von Scherbewegungen, von O2 oder CO2 können 
in einem MTP-Modell einfach variiert werden [133,219]. Verschiedene Autoren 
beschreiben auf dem MTP-Modell basierende Variationsmodelle wie z.B. das 
„Calgary Biofilm-Modell“ oder der „Biofilm Ring Test“. Das Prinzip gleicht dem MTP-
Modell.  
Das zweite Modell für die Erforschung von Biofilmen in-vitro basiert auf einem 
Durchflusssystem („flow displacement biofilm model“). Es ist ein offenes System, 
indem ein kontinuierlicher Austausch zwischen frischem und verbrauchtem 
Wachstumsmedium stattfindet [34,107]. Die Durchflusssysteme können in zwei 
Untergruppen unterteilt werden, das „continuous flow stirred tank reaktor“-System, 
CFSTR, und das „plug flow reactor“-System, PFR [107]. Bei dem CFSTR-System ist 
die Zuflussrate des frischen Mediums gleich der Abflussrate des verbrauchten 
Mediums ohne Konzentrationsveränderung in diesem System (kontinuierliche 
Fließbewegung). In dem PFR-System bewegt sich der Zufluss stufenweise mit 
frischem Medium in Fließrichtung (axiale Richtung), eine Durchmischung findet 
jedoch nur in radialer Richtung statt (partieller Austausch). Im Gegensatz zum 
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CFSTR-System ändern sich im PFR-System die umgebenden Bedingungen mit 
zunehmender Zuflussrate.  
 
 
2.5.  Die Bakterienarten 
 
2.5.1. Fusobacterium nucleatum 
 
Fusobacterium nucleatum weist eine Genomgröße von 2,4x106 auf und gehört dem 
Bakterienstamm des Fusobacterium an, welches zu der Familie der Bacterioidacae 
gehört [15,44]. Charakteristisch handelt es sich hierbei um strikt anaerobe, 
unbewegliche, gram-negative, zigarrenförmige Bakterien mit spitzen Enden, die oft 
zur Mitte hin dicker werden. Die meisten Bakterienzellen sind zwischen 5 und 10µm 
lang [15]. Obwohl das Bakterium eigentlich anaerob ist, wächst es aber auch bei bis 
zu 6% Sauerstoffgehalt in der Umgebung [22,125]. Bradshaw et al. untersuchten die 
Überlebensrate strikt anaerober Bakterien in einem Wachstumsmodell in dem 
zunächst anaerobe Bedingungen herrschten und das später mit Sauerstoff begast 
wurde [21]. Es zeigte sich, dass die obligaten Anaerobier sowohl in der 
planktonischen Wachstumsphase als auch in der Phase der Biofilmbildung überlebt 
haben. Eine weitere Untersuchung von Bradshaw et al. zeigte, dass diese strikt 
anaeroben Bakterien nicht überlebt haben, wenn keine fakultativ anaeroben 
Mikroorganismen dabei waren [22]. Diese Untersuchungen bewiesen auch, dass die 
Anaerobier aufgrund der „intimate interspecies interactions“ überlebten. 
Fusobakterien sind normalerweise Bewohner der Mundhöhle, des Darms und des 
weiblichen Genitaltraktes [112]. Manchmal werden sie auch von Lungen- und 
Beckenabzessen isoliert [16,76,120]. Fusobacterium nucleatum kommt hauptsächlich 
bei Patienten mit Parodontopathien vor [45,111], Fusobacterium nucleatum subsp. 
poymorphum in gesunden Zahnfleischtaschen und Fusobacterium nucleatum subsp. 
nucleatum hauptsächlich in parodontal erkrankten Zahnfleischtaschen [22,194]. 
Fusobacterium nucleatum wird normalerweise aus multibakteriellen Infektionen 
isoliert, es ist selten der alleinige Krankheitserreger. In Verbindung mit Spirochäten 
(Treponema viridans und anderen) ruft es klassische fusospirochätäre Infektionen, 
wie akute ulcerative Gingivitis, Vincent`s Angina und Cancrum oris, hervor [194]. 
Fusobacterium nucleatum benötigt nährstoffreiche Medien für sein Wachstum. Es 
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lässt sich sehr gut in Medien, die Typtikase, Peptone oder Yeast-Extrakt enthalten, 
kultivieren [12,13]. 
Fusobacterium nucleatum besitzt die Fähigkeit mit anderen pathogenen Keimen 
Anhäufungen (Aggregate) in parodontal erkrankten Zahnfleischtaschen zu bilden und 
dient als Brückenglied zwischen Früh- und Spätbesiedlern. Es nimmt sowohl an der 
Bakterienadhäsion als auch an der bakteriellen Co-Aggregation teil und scheint somit 
eine Schlüsselrolle in dem multibakteriellen Co-Aggregationsnetzwerk zu spielen 
[16]. 
Das Bakterium weist im Gegensatz zu Erstbesiedlern keine intra-arttypische Co-
Aggregation auf [16,129], co-aggregiert jedoch mit allen anderen Bakterienstämmen 
[130]. Diese Fähigkeit, mit einer großen Vielfalt von Partnerstämmen co-aggregieren 
zu können, ist sehr selten und ist auf das Fusobakterium beschränkt [130]. Nur sehr 
wenige Frühbesiedler gehen untereinander Co-Aggregationen ein, mit 
Spätbesiedlern können sie gar keine Aggregationen eingehen. Spätbesiedler gehen 
auch keine Aggregationen untereinander ein [129,248]. Alle diese Gruppen co-
aggregieren jedoch mit Fusobacterium nucleatum [9,128], was dessen Schlüsselrolle 
als Brückenbakterium erklärt [127].  
Weiterhin scheint Fusobacterium nucleatum eine zentrale Spezies in der 
physikalischen Interaktion zwischen gram-positiven und gram-negativen Bakterien zu 
sein. Diese Interaktionen spielen wahrscheinlich eine wichtige Rolle im Prozess der 
Biofilmbildung [207]. 
Periasamy und Kolenbrander zeigten jedoch in ihrer Studie, dass das Fusobacterium 
nucleatum die Anwesenheit eines bestimmten Erstbesiedlers erfordert, um im Biofilm 
wachsen zu können. So wies Fusobacterium nucleatum in Kombination mit 
Streptococcus oralis keinerlei Wachstum auf. Erst nach Beifügen von Actinomyces 




2.5.2. Actinomyces naeslundii 
 
Actinomyces naeslundii sind gram-positive, stäbchenförmige Bakterien. Sie 
besiedeln unter anderem die Mundhöhle und sind Mitverursacher von Parodontitis 
und Wurzelkaries. Actinomyces naeslundii gehören zur Familie der 
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Actinomycetaceae („Strahlenpilze“) und sind Fadenbakterien, die in verzweigten 
Geflechten wachsen. Mikroskopisch stellen sie sich als gerade oder leicht gebogene 
0,2-1,0 µm dicke, unbewegliche Stäbchen oder als schlanke, leicht gewellte, bis 1µm 
dicke Fäden dar. Sie sind fakultativ anaerob, ihre Sauerstofftoleranz variiert. Die 
Optimaltemperatur zur Kultivierung humanmedizinisch bedeutsamer Arten beträgt 
zwischen 35°C und 37°C. 
Marsh et al. beschrieben in ihrem Buch „Oral Microbiology“ [151], dass die Art, die 
als Actinomyces naeslundii bezeichnet wird, jetzt aus zwei Stämmen besteht, die 
früher als Actinomyces viscosus und Actinomyces naeslundii klassifiziert waren. 
Unterschieden werden konnten die beiden Stämme nur durch die Katalase-Positivität 
des Actinomyces viscosus. Phänotypische und serologische Untersuchungen 
zeigten, dass ein großes Maß an Heterogenität zwischen diesen beiden Gruppen 
besteht. Nach Durchführung einer DNA-DNA-Hybridisierung wurde vorgeschlagen, 
Actinomyces naeslundii als eine Art festzulegen, mit zwei Genospezies – Genotyp 1 
und Genotyp 2, denn auf genetischer Ebene konnten zwei Arten unterschieden 
werden. Es konnten jedoch keine unterschiedlichen Phänotypen gefunden werden. 
Eine Unterscheidung der Genospezies, ist nur mit serologischen Tests möglich. 
Henssge et al. schlugen 2009, basierend auf ihren Ergebnissen, folgende Aufteilung 
der Genotypen und deren Benennung vor (Tabelle 1) [109]. 
 
Tabelle 1 Aufteilung des Actinomyces naeslundii in seine Genotypen mit 
entsprechender  Benennung nach Henssge et al. [109] 
Actinomyces naeslundii Genotyp 1  Actinomyces naeslundii sensu stricto 
(ATCC 1204T = NCTC 10301T = CCUG 2238T) 
Actinomyces naeslundii Genotyp 2 Actinomyces oris sp.nov. 
(ATCC 27044T = CCUG 34288T) 
Actinomyces naeslundii WVA 963 
 
Actinomyces johnsonii sp.nov. 
(ATCC 49338T = CCUG 34287T) 
 
 
Auf der Oberfläche von Actinomyces naeslundii - Zellen kann man zwei Arten von 
Fimbrien finden. Sie sind sowohl an der Co-Aggregation, dem direkten Kontakt 
zwischen Zellen, als auch an der Co-Adhäsion, Wechselwirkung zwischen Zellen und 
Oberflächen, beteiligt. Actinomyces naeslundii sind eine Bakterienart, die viele 
wichtige Eigenschaften besitzt. Sie sind von großer Bedeutung bei der Herstellung 
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von Antibiotika und anderen therapeutisch nützlichen Verbindungen. Weiterhin 
scheinen sie eine Hauptrolle im Kreislauf der organischen Substanzen im Ökosystem 
Boden zu spielen [134,249]. Actinomyces naeslundii sind ein wichtiger Erstbesiedler 
des oralen Biofilmes und stellen eine der Hauptkomponenten dessen dar. Nach 
Kilian et al. [124] und Li et al. [137] machen Actinomyces naeslundii 27% der 
Erstbesiedler aus. Sie sind Pionierkeime bei der Entstehung oraler Biofilme und 
können sich gut an sich stark verändernde, lokale Bedingungen anpassen [167]. 
Nach Diaz et al. [63] läuft die initiale Plaquebildung immer nach einem bestimmten 
Schema ab, beginnend mit der Besiedlung durch Streptococci und Actinomyces. 
Während der Ausreifung des Biofilmes scheint Actinomyces naeslundii gegenüber 
anderen Bakterienstämmen Vorherrschaft zu gewinnen [188,215,231]. Dies steht in 
Zusammenhang mit unterschiedlichem Wachstumsverhalten und/oder 
Nährstoffbedarf dieser Bakterienstämme [232,233,240,260].  
 
 
2.5.3. Enterococcus faecalis 
 
Die Bezeichnung Enterococcus faecalis wurde erstmals 1903 in einer 
Veröffentlichung von Thiercelin und Jonhaud für grampositive Dipplokokken aus dem 
menschlichen Verdauungstrakt verwendet [235]. Es handelt sich hierbei um 
grampositive Bakterien, die zum Teil kurze Ketten oder Paare bilden und zur 
physiologischen Flora des Magendarmtraktes bei Mensch und Tier gehören. 
Enterokokken-Kolonien sind ungefähr 2mm im Durchmesser, von runder Gestalt, 
glatt und hellgrau. Enterokokken sind unbegeißelt und daher unbeweglich [200]. Die 
meisten Enterokokken wachsen unter anaeroben Bedingungen bei Temperaturen 
von 10°C bis 45°C und einem pH-Wert des Mediums bis zu 9,6 [200], sie tolerieren 
jedoch pH-Werte bis 11,9 [204].  
In der Zahnmedizin wird Enterococcus faecalis mit persistierender apikaler 
Parodontitis in Verbindung gebracht [100,101]. Obwohl sie nur einen Teil der initialen 
Flora darstellen, konnte Enterococcus faecalis häufig in gefüllten Wurzelkanälen mit 
Anzeichen einer chronischen apikalen Parodontitis gefunden werden [189,210,225]. 
Zareba et al. [264], Xiao et al. [257], Rich et al. [186],Nallapareddy et al. [162] und 
Love [141] wiesen die Haftung von Enterococcus faecalis an extrazellulären 
Matrixproteinen einschließlich Kollagen Typ I nach, das ein Hauptbestandteil des 
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Dentins ist [139]. Somit erfüllt Enterococcus faecalis die Grundvoraussetzung für den 
Beginn von infektiösen Krankheiten – die Fähigkeit den Wirt besiedeln zu können 
[121]. 
Enterococcus faecalis wird häufig als Testkeim gewählt, da er sich leicht 
identifizieren lässt, sowohl unter aeroben als auch fakultativ anaeroben Bedingungen 
wächst, leicht zu kultivieren und nicht anspruchsvoll ist [98,99,170]. Im Vergleich zu 
anderen, in der Mundflora vorhandenen Bakterien, besiedelt Enterococcus faecalis 
die Wurzelkanäle relativ schnell [170]. Enterococcus faecalis sind resistent gegen 
extreme Umwelteinflüsse, seine Resistenz gegen einige antiseptische Mittel, wie z.B. 
Calciumhydroxid [37,80,98,170], vor allem in niedrigen Konzentrationen, sowie die, in 
Studien festgestellte, Korrelation mit periapikalen Entzündungen, machen diese 
Bakterienart zu einem geeigneten Testobjekt in der zahnmedizinischen Forschung 
[131,157,212,226]. 
Die Bedingungen, unter welchen Biofilme in infizierten Wurzelkanälen in-vivo 
entstehen, sind noch nicht vollständig bekannt [230], jedoch konnten nach 
Wurzelspitzenresektionen aus Wurzelspitzenresten Biofilme isoliert werden 
[161,230]. Al-Ahmad et al. [3] erhielten in ihrer Studie Ergebnisse, die darauf 
schließen ließen, dass Enterococcus faecalis in-vivo als ein Teil der supragingivalen 
Plaque mit anderen oralen Bakterien co-aggregiert. Nach Denotti et al. ist die erhöhte 
Resistenz von Enterococcus faecalis gegen diverse antimikrobielle Substanzen auch 
damit zu erklären, dass diese Bakterienart in infizierten Wurzelkanälen einen Biofilm 
bildet [61]. Enterococcus faecalis kann auf unterschiedliche Art und Weise an 
verschiedene Oberflächen binden, abhängig vom Typen des Isolaten [62,132]. In 
typischen Wurzelkanalinfektionen geht Enterococcus faecalis zuerst über 
physikalische Wechselwirkungen eine Verbindung mit der Gewebeoberfläche ein, als 
nächstes entsteht eine dauerhafte Verbindung über spezielle bakterielle Adhäsine, 
wie Ace, EfaA, oder Esp an der Wirtsoberfläche [237]. Ist die Bakterienzelle fest 
verbunden, kann sie verfügbare Nährstoffe nutzen. Hierzu benötigt sie die 
Biofilmstruktur, um auf diese Weise mit dem Abwehrmechanismus des Wirtes 
umgehen zu können, und um Abwehrkräfte gegen antibakterielle Agenzien 
aufzubauen [61]. 
In den Untersuchungen von Duggan et al. erwiesen sich 100% der untersuchten und 
ausgewerteten Stämme als „Biofilm-Bildner“ [74]. Sandoe et al. beschrieben, dass 
Enterococcus faecalis dickere Biofilme bildet, wenn es in einem nährstoffarmen 
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2.6.  Resistenz von Biofilmen gegen antiseptische Substanzen 
 
Die erhöhte Widerstandsfähigkeit von in Biofilmen lebenden Bakterien gegen 
antiseptische Substanzen stellt ein wesentliches Problem bei der Behandlung von 
Infektionen dar. Sie ist bis zu tausendfach höher als die Widerstandsfähigkeit 
planktonischer Bakterien [94]. Derzeit schätzt das NIH (NIH SBIR/STTR Study and 
Control of Microbial Biofilms program anouncement, release date 21 April 1999), 
dass Biofilme für über 80% aller im Körper vorgehenden Infektionen verantwortlich 
sind. Biofilmbakterien sind nicht nur gegen antibakterielle Substanzen resistent, 
sondern auch gegen die immunologische Abwehrreaktion des Wirtes [105]. 
Dentale Erkrankungen können heutzutage durch eine sorgfältige, mechanische 
Mundhygiene kontrolliert werden. Mundhygieneprodukte werden daher so gestaltet, 
dass sie geprüfte antiplaque und antibakterielle Substanzen enthalten, um so dem 
Ziel der idealen Mundhygiene näher zu kommen [11,19,198]. 
 
Chlorhexidin (CHX) ist eines der weltweit vorrangig verwendeten Antiseptika und 
stellt den Goldstandard für die Munddesinfektion dar. CHX wird in der Zahnmedizin 
meist als Digluconat verwendet. CHX weist eine gute Substantivität auf und ca. 30% 
der CHX-Menge einer Mundspülung wird in der Mundhöhle zurückbehalten [55]. 
Es besitzt eine Breitspektrumwirksamkeit gegen gram-positive und gram-negative 
Bakterien als auch gegen Candida albicans, und reduziert Plaque, Karies und 
Gingivitis [198]. In hohen Konzentrationen wirkt CHX bakterizid und zerstört die 
bakterielle Zellmembran unwiderruflich. Gram-positive Bakterien scheinen gegen 
CHX sensitiver zu sein als einige gram-negative, wie z.B. Pseudomonas aeruginosa 
[101,206,209]. 
In subletalen Konzentrationen kann CHX mit dem Stoffwechsel der oralen Bakterien 
interferieren, indem es sowohl die Zuckerzufuhr und Säureproduktion von kariogenen 
Streptokokken verhindert, als auch verschiedene Funktionen der Zellmembran 
unterbindet [147]. CHX ist wirksam gegenüber sich entwickelnden, aber auch reifen 
Biofilmen [114,115,119,182,245]. 
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Ya Shen et al. wiesen nach, dass Bakterien in reifen Biofilmen (drei Wochen und 
älter) widerstandsfähiger gegen CHX waren als Bakterienzellen in frischen und 
jungen Biofilmen (zwei Tage bis zwei Wochen) [203]. 
 
Aber auch mit einer Antibiotika-Therapie sind Biofilminfektionen oft nur sehr schwer 
zu behandeln [71,113,160,228]. Der Grund hierfür ist, dass Bakterien in einem 
Biofilm mit einem Schutzfilm umgeben sind und daher weniger anfällig für die 
Wirkung von Antibiotika und Bioziden sind. Ist dieser Schutzfilm erst einmal 
durchbrochen, sinkt die Resistenz der Bakterien [193]. 
Nach zahlreichen Autoren und Studien gibt es nicht nur eine Ursache für die 
Fähigkeit von Biofilmen, selbst hohe Konzentrationen von Antibiotika zu tolerieren 
[27,60,75,116,142,216,224,239].  
Im Gegensatz zu planktonischen Bakterien existiert eine verringerte Penetration von 
Antibiotika in die Biofilmmatrix [71,88]. Obwohl diese keine vollständige Barriere 
darstellt, scheinen antimikrobielle Substanzen chemisch mit den extrazellulären 
Bestandteilen des Biofilmes zu reagieren, oder sie docken an anionische 
Polysaccharide an [136,205]. Obwohl die EPS die Diffusion von Antibiotika behindern 
kann, können manche Antibiotika den Biofilm trotzdem gut penetrieren. Dies scheint 
sowohl von dem Biofilm, als auch von der Art der Antibiotika abhängig zu sein [52]. 
Nichols et al. zeigten mit mathematischen Berechnungen, dass β-Lactam-Antibiotika 
in Biofilme penetrieren können, solange die β-Lactamase-Konzentration der 
Bakterien in diesen Biofilmen gering ist [164]. Hoiby et al. fanden in ihren 
Untersuchungen heraus, dass β-Lactam-Antibiotika in Kombination mit Aztreonam 
oder in Kombination mit Meropenem effektiv Pseudomonas aeruginosa-Biofilme 
zerstören konnten [113]. Biofilme bieten dann eine gute Diffusionsbarriere, wenn das 
Antibiotikum in den äußeren Schichten des Biofilmes deaktiviert wurde, bevor es 
diesen vollständig penetrieren kann [220]. Ist die Konzentration an chromosomaler β-
Lactamase der Bakterien eines Biofilmes hoch, so wird vermehrt extrazelluläre β-
Lactamase in der extrazellulären Substanz produziert. Dies führt zu einer 
Inaktivierung des β-Lactam-Antibiotikums bevor es die tieferen Schichten des 
Biofilmes erreichen kann [113]. 
Auch das Mikromilieu des Biofilmes ist anders im Vergleich zu planktonischen 
Bakterien. So reduzieren, zum Beispiel, veränderter pH-Wert und Sauerstoffgehalt 
die Aktivität von antimikrobiellen Substanzen [22]. 
 22 
In Biofilmen scheint eine reduzierte Wachstumsrate der Bakterien zu existieren, die 
sie weniger anfällig für Antibiotika macht [54]. Es ist möglich, dass dieser Wechsel 
zum wachstumsarmen Stadium der Bakterien ein wichtiger Mechanismus für das 
Überleben in nährstoffarmen Gebieten ist [43]. Portenier et al. beschrieben, dass der 
Hungermodus einer der Hauptgründe für die Widerstandkraft von Enterococcus 
faecalis sein kann [177]. In diesem Zustand scheinen Bakterien ihr metabolisches 
Gleichgewicht zu regulieren, weg von der Vermehrung, hin zur Energieeinsparung 
[89]. Die meisten Antibiotika wirken effektiver gegen Bakterien, die aktiv wachsen. So 
können zum Beispiel Ampicillin und Penicillin keine stagnierten Zellen töten. 
Cephalosporin und Fluorochinolon besitzen zwar die Fähigkeit, nicht wachsende 
Zellen zu töten, jedoch ist ihre Wirksamkeit gegen wachsende und sich teilende 
Zellen viel größer [54]. 
 
Auch die Fähigkeit der Bakterien miteinander zu kommunizieren, das sogenannte 
Quorum sensing (QS) scheint eine große Rolle in der erhöhten Antibiotikaresistenz 
von Bakterien zu spielen. Durch QS können Bakterien ihr Verhalten koordinieren und 
es verändern, um sich auf diese Weise einer neuen Umgebung anzupassen. Diese 
Veränderungen stehen in Beziehung zur Verfügbarkeit von Nährstoffen, der 
Konkurrenz gegenüber anderen Mikroorganismen und der Verhinderung von 
Angriffen des Immunsystems des Wirts [59]. QS könnte aber auch eines der 
Schwachpunkte darstellen, mit dessen Hilfe man Biofilminfektionen bekämpfen kann. 
Bedingt durch diese Rolle von QS bei der Biofilmbildung, werden zur Zeit QS-
Inhibitoren als vielversprechende Antibiofilm-Antibiotika vorgeschlagen [78]. 
 
 
2.7. Antimikrobielle photodynamische Therapie (aPDT) 
 
Ein viel versprechender Therapieansatz in der Zahnheilkunde ist die Anwendung der 
antimikrobellen photodynamischen Therapie. Mit dieser Behandlungsmethode wird 
die nicht thermische Elimination von Zellen, Mikroorganismen oder Molekülen mit 
Laserenergie niedriger Leistungsstärke angestrebt [24,25,155]. Die antimikrobielle 
photodynamische-Therapie basiert auf Lichtbestrahlung (sichtbares Licht) und einer 
speziellen chemischen Verbindung (z.B. Methylenblau, Toluidinblau) dem 
sogenannten Photosensibilisator (lichtaktivierbarer Wirkstoff). Separat angewendet 
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ist die jeweilige Dosis Licht und Photosensibilisator zu klein, um therapeutische 
Effekte zu erzielen. Die kombinierte Anwendung von beiden Faktoren in speziellen 
Konfigurationen, kann therapeutische Effekte sichern. Der Photosensibilisator ist eine 
chemische Verbindung, die durch Anwendung von Lichtenergie in einen angeregten 
Zustand wechselt. Aufgrund darauffolgender photochemischer Reaktionen werden 
reaktive Sauerstoffspezies, wie z.B. Singulett-Sauerstoff und hochreaktive Radikale 
erzeugt, durch die oxidativ zelluläre Bestandteile zerstört werden [38]. Bei 
Ausschalten der Lichtzufuhr wird diese Wirkung wieder unterbrochen [155]. 
Der Grundstein der modernen Phototherapie wurde schon Anfang des 
19.Jahrhunderts gelegt. 1899 bewies Oscar Raab, dass einige chemische 
Verbindungen, wie Acridin oder Eosin unter Einfluss von Licht einen zytotoxischen 
Effekt entwickeln können. Niels Finsen erhielt 1903 den Nobelpreis für die 
Anwendung der Bogen-Lampe als Lichtquelle in der photodynamischen Therapie 
[81].  
Die aPDT wird bereits in der Zahnmedizin als Therapieverfahren vorgeschlagen, z.B. 
in der zahnärztlichen Chirurgie, in der systematischen Parododntitistherapie oder im 
Rahmen der Endodontie. Die Eliminierung von Bakterien aus Wurzelkanälen 
beispielsweise durch aPDT wird gägenwärtig untersucht. Enterococcus faecalis, ein 
häufig persistierender Keim nach Wurzelkanalbehandlungen, lässt sich nach 
Untersuchungen von Fonseca et al., mit Anwendung der aPDT zu 99,9% eleminieren 
[84]. Hierbei wurden die Bakterien mit dem Photosensibilisator Toluidinblau 5 min 
inkubiert und anschließend mit einem 50mW Diodenlaser bei einer Wellenlänge von 
660nm bestrahlt. Am Lehrstuhl für Zahnerhaltung und Parodontologie des Klinikums 
der Universität Regensburg wurde in Kooperation mit dem Lehrstuhl der 
Dermatologie des Klinikums der Universität Regensburg ein antimikrobielles 
Forschungsprojekt zur aPDT durchgeführt. An drei dentalen Bakterienstämmen 
(Streptococcus mutans, Agregatibacter actinomycetemcomitans und Enterococcus 
faecalis) wurde die antibakterielle Wirkung des Photosensibilisators Photosan in 
Kombination mit 10% EDTA untersucht mit dem Ergebnis einer wirksamen 
Phototoxizität gegen diese Bakterien [144]. Sowohl diese Untersuchungen als auch 
die Untersuchungen von Fonseca et al. basieren jedoch auf planktonisch kultivierten 
Mikroorganismen. In-vivo sind die Bedingungen jedoch anders als in-vitro. Bakterien 
wachsen nicht planktonisch, sondern fügen sich in Gemeinschaften zusammen und 
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bilden ausgeprägte Biofilmkolonien [50]. Die Anwendung und Wirkung der aPDT auf 





Verschiedene Arten von Bakterien sind in der Lage als Gemeinschaft nahezu alle 
Oberflächen, wie z.B. auch die Zahnoberfläche, zu besiedeln. In der Folge kommt es 
zur Bildung einer komplexen dreidimensionalen Struktur, dem Biofilm. Allerdings 
werden Biofilmmodelle, bestehend aus einer Spezies als zunehmend ungeeignet 
angesehen, da dies nicht der klinischen Realität entspricht. Das Ziel dieser 
Untersuchung war daher die Etablierung eines polymikrobiellen in-vitro 
Biofilmmodelles. Es sollten drei unterschiedliche Bakterienstämme ausgewählt 
werden, die adhärent eine Oberfläche besiedeln können und Merkmale einer 
biofilmähnlichen Struktur entwickeln können - ein Frühbesiedler (Actinomyces 
naeslundii), ein Brückenbakterium (Fusobacterium nucleatum) und ein Bakterium, 
dass die Fähigkeit besitzt in allen Phasen der Biofilmbildung zu leben (Enterococcus 
faecalis). 
Dabei sollte das Wachstumsverhalten jedes einzelnen der drei Bakterienstämme zu 
vier verschiedenen Kulturzeitpunkten (12h, 24h, 48, 72h) untersucht und quantifiziert 






4.1. Verwendete Mikroorganismen 
 
Die primären tiefgefrorenen Bakterienkulturen von Enterococcus faecalis und 
Actinomyces naeslundii stammten aus dem Institut für Medizinische Mikrobiologie 
und Hygiene der Universität Regensburg. Das Fusobacterium nucleatum wurde von 
der Deutschen Gesellschaft von Mikroorganismen und Zellkulturen GmbH 
(Brauschweig, Deutschland, DGMZ) bezogen. 
 
 
Tabelle 2 Verwendete Mikroorganismen 
Spezies Bezeichnung 
Enterococcus faecalis ATCC 29212 
Actinomyces naeslundii T14V 
Fusobacterium nucleatum ATCC 10953 
 
 
4.2. Medien und Chemikalien 
 
    Brain-Heart-Broth 
(Fluka®,Sigma Aldrich Chemie GmbH, Germany) 
 
    Künstliches Speichelmedium (nach Pratten) [180] 
      (verwendetes Medium für die Biofilmbildung) 
• Lablemco (Oxoid®, Bashingstoke, Hampshire, England) 
• Proteose Peptone (BD®,Becton,Dickinson and Company,Sparks USA)  
• Yeast-Extract / Typ III hog gastric mucin  
(Fluka®, Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Germany) 
• Sodium chloride / Urea / Saccharose  
(Roth®,Carl Roth GmbH,Karlsruhe, Germany) 




    Modifiziertes PYG-Medium 
(Medium zur Kultivierung des anaeroben Fusobacterium nucleatum) 
• Trypticase Peptone (BD®,Becton,Dickinson and Company,Sparks USA) 
• Peptone / Glucose (Oxoid®, Bashingstoke, Hampshire, England)  
• Yeast-Extract / Beef-Extract / Cysteine-HCl / Resazurin / Vitamin K  
           (Fluka®, Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Germany) 
• Haemin (Institut für Medizinische Mikrobiologie und Hygiene der Universität 
Regensburg) 
• Tween 80 / K2HPO4 / NaHCO3 / KH2PO4 / MgSO4x7H2O / CaCl2xH2O 
           (Merck® KGaA, Darmstadt, Germany) 
 
    Agarose                 
Pulver für die Gelelektrophorese (Ultra Pure, Invitrogen Ltd., USA) 
 
    Frischblutplatten    
(Institut für Medizinische Mikrobiologie und Hygiene der Universität Regensburg) 
 
    Steriles PBS      






• 96 Well Mikrotiterplatten   
     (Cell Culture Plate, Costar®, Corning,New York) 
• 6 Well Mikrotiterplatten  
     (Cell culture Dishes, Cellstar®, Greiner bio one GmbH, Frickenhausen, 
Germany ) 
• Permanox Objektträger  
     (Chamber Slide™ System, Lab Tek®, Inter Med, Nunc, Naperville)  
• Falkons 50ml; 15ml  
     (Cellstar®Tubes, Greiner bio one GmbH, Frickenhausen, Germany) 
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• Reaktionsgefäße 1,6ml  
     (Biozym Scientyfic GmbH, Hess. Oldendorf) 
• Genbox Jar 7l  
     (Biomerieux, Marcy-l`Etoile, Frankreich) 
• Gasgenerator  
      (GENbox anaer, Biomerieux, Marcy-l`Etoile, Frankreich) 
• Anaerobier-Indikator  
     (Biomerieux, Marcy-l`Etoile, Frankreich) 
• Anaerobiertüte  
      (GENbag anaer, Biomerieux, Marcy-l`Etoile, Frankreich) 
 
 
4.4. Technische Geräte  
 
    Mikroskope 
• Mehrkanal-3D-Fluoreszenzmikroskop  
      (Carl Zeiss, AxioImager Z1, ApoTome, Germany) 
• Fluoreszenzmikroskop  
      (Carl Zeiss, MicroImaging GmbH, Germany) 
 
    Zentrifugen 
• Mini-Spin  
      (Eppendorf-Netheler-Hinz GmbH,Hamburg,Germany) 
• Zentrifuge  
(Eppendorf,Hamburg,Germany) 
 
    Light Cycler II  
(Roche Diagnostics ,Germany) 
 
    Thermomixer  
(Eppendorf-Netheler-Hinz GmbH,Hamburg,Germany) 
 
    Vortex  
(VWR International, Germany) 
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    Waage  
(Sartorius AG Göttingen,Germany) 
 
    Werkbank  
(Herasafe,Hanau,Germany) 
 
    Horizontal-Schüttler  
(HS 501 digital, IKA-Labortechnik) 
 
    Spectrophotometer  
(Beckman DU® 640, Beckman Coulter GmbH, USA) 
 
    Ultraschallbad  





• Light Cycler® Cappillares (20µl)  
     (Roche Diagnostics GmbH, Mannheim,Germany) 
• Sybr® Premix Ex Taq™  
           (Takara® Biotechnology, California) 
• Primer  
           (EF1/2, AN1/2, FN1/2,  EFP4r/f, EFP2r/f, EFP1r/f) (Sigma-Aldrich™) 
• Milipore- Wasser  





    Concanavalin A 
Farbstoff für die Anfärbung der extrazellulären polymeren Substanz (Molecular 
Probes, Invitrogen detection technologies,USA) 
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    SYTO 9 / Propidium iodide  








Die Durchführung der Versuche erfolgte unter sterilen Arbeitsbedingungen an einer 
sterilen Werkbank. Die DNA-Isolierung und die PCR-Arbeiten wurden an speziell 
dafür vorgesehenen Arbeitsplätzen durchgeführt. Der Arbeitsbereich wurde vor und 
nach jeder Nutzung gereinigt und desinfiziert. Die Desinfektion von nicht 
sterilisierbaren Arbeitsgeräten und –flächen wurde mit einer 70%igen Ethanol 
Lösung durchgeführt. Diese wurde im eigenen Labor hergestellt. Bei allen 
Laborarbeiten wurden Schutzbrille, Nitril-Handschuhe und Mundschutz getragen. Zur 
Händedesinfektion vor, während und nach Durchführung der Versuche wurde 
Mucasept (Merz) verwendet. 
 
 
5.2. Verwendete Nähr- und Kulturmedien 
 
Die in dieser Arbeit verwendeten Medien wurden alle in 500ml Flaschen portioniert 
und im Autoklaven (Varioklav Dampfsterilisatoren, H+P Labortechnik GmbH, 
Deutschland) 20min bei 121°C autoklaviert. Das sterile Medium wurde bis zum 
Einsatz im Laborkühlschrank bei +4°C gelagert. Die Lagerdauer überschritt nie einen 





Für die Herstellung dieses Kultivierungsmediums wurde Brain-Heart-Broth Pulver 
verwendet. Dabei wurden 37g des Pulvers in 1000ml destilliertem Wasser gelöst. 
Das BHI-Medium wurde für die Bakterienanzucht von Enterococcus faecalis und 
Actinomyces naeslundii verwendet. Außerdem diente es auch als Negativnachweis 
für die Bakterienadhäsion auf dem Boden der verwendeten 96 Well-Mikrotiterplatten. 
Für die Kultivierung der Bakterien wurde das Medium nach Herstellerangaben 
angefertigt. Für das Biofilmmodell wurde das Medium zusätzlich mit Stickstoff begast, 
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um den Sauerstoff aus dem Medium zu entfernen. Hierzu wurde das Medium 
solange begast, bis 0% Sauerstoff in dem Medium durch eine Messsonde angezeigt 
wurde. Somit waren auch dem strikt anaeroben Fusobacterium nucleatum optimale 
Wachstumsbedingungen gewährleistet.  
 
 
5.2.2. Modifiziertes PYG-Medium 
 
Das modifizierte PYG-Medium ist das empfohlene Medium der DSMZ (Deutsche 
Gesellschaft von Mikroorganismen und Zellkulturen GmbH) zur Kultivierung strikt 
anaerober Bakterien. 
In 950ml destilliertem Wasser wurden 5,0g Trypticase Peptone, 5,0g Peptone, 10,0g 
yeast extract, 5,0g beef extract, 5,0g Glucose, 2,0g K2HPO4, 1,0ml Tween 80, 0,5g 
Cysteine-HCl x H2O, 1,0g Resazurin, 40ml Salzlösung, 10ml Heamin Lösung und 
0,2ml Vitamin K1 Lösung gelöst. Für die Haemin – Lösung wurde 50mg Haemin in 
1ml 1N NaOH gelöst und mit 100ml destilliertem Wasser aufgefüllt. Diese Lösung 
wurde im Kühlschrank bei +4°C gelagert. Für die Vitamin K1 – Lösung wurde 0,1ml 
Vitamin K1 in 20ml 95%igem Ethanol gelöst. Diese wurde dann steril filtriert und im 
Kühlschrank bei +4°C aufbewahrt. Die Salzlösung musste für jede 
Mediumherstellung neu angefertigt werden. Diese bestand aus 2,0g NaCl, 10,0g 
NaHCO3, 1,0g KH2PO4, 1,0g K2HPO4, 0,5g MgSO4x7H2O und 0,25g CaCl2x2H2O 
aufgefüllt mit 1000ml destilliertem Wasser (angegebene Reihenfolge war 
einzuhalten). Die Vitamin K1 Lösung, die Haemin-Lösung und Cysteine wurden erst in 
das Medium hinzugefügt, nachdem es gekocht und unter CO2-Bedingungen in einer 
Genbox Jar 7l bei Raumtemperatur abgekühlt wurde. Bei einem pH-Wert von 7,2 
musste das Medium mit Stickstoff begast werden bis kein Sauerstoff mehr in diesem 
nachzuweisen war. Anschließend wurde das Medium bei 120°C 20min autoklaviert 
und bei +4°C gelagert. 
 
 
5.2.3. Künstliches Speichelmedium 
 
Das künstliche Speichelmedium diente als Kultivierungsmedium im 
Adhäsionsversuch der Bakterien. Hierzu wurde das Protokoll nach Pratten et al. [180] 
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verwendet. In den Versuchen der vorliegenden Arbeit wurde das Medium zusätzlich 
mit 1g/l Saccharose versetzt, da sich in Vorversuchen zeigte, dass die Zugabe von 
Saccharose die Adhäsion der Bakterien positiv beeinflusst. Zusätzlich wurde das 
Medium mit Stickstoff begast, bis die Sauerstoffkonzentration in dem Medium 0% 




5.3. Inkubation der Bakterien 
 
Die Bakterienkulturen wurden in einer Wärmekammer bei 37°C ohne CO2-Zusatz 
inkubiert. Der Luftdruck und die Luftfeuchtigkeit in der Wärmekammer wurden durch 
die Umgebungsatmosphäre bestimmt. Bei geschlossener Wärmekammer herrschte 
in der Kammer Dunkelheit. 
In der Wärmekammer war ein Horizontal-Schüttler (HS 501 digital, IKA Labortechnik) 
positioniert, der für die Bakterienkultivierung verwendet wurde. 
 
 
5.4. Herstellung von Gefrierkulturen 
 
Für die Bakterienanzucht des Enterococcus faecalis und des Actinomyces naeslundii 
diente das BHI-Medium, das Fusobacterium nucleatum wurde mit dem mod. PYG-
Medium kultiviert. Für die Herstellung der Gefrierkulturen von Enterococccus faecalis 
und Actinomyces naeslundii wurden 200µl der Bakteriensuspension in 50ml BHI-
Medium resuspendiert und über Nacht bei 37°C in der Wärmekammer inkubiert. Am 
nächsten Tag wurde die jeweilige Suspension zentrifugiert und in 12,5ml BHI-
Medium resuspendiert. Dazu wurde im Verhältnis 1:1 12,5ml 87% steriles Glycerin 
hinzugegeben und vermischt. Anschließend wurden 500µl-Portionenen der 
Suspension in Reaktionsgefäße (1,6ml) aliquotiert und bei –80°C gelagert. 
Für die Herstellung der Gefrierkulturen des Fusobacterium nucleatum wurden 
Frischkulturen bei der DSMZ bestellt. Das Lyophilysat von Fusobacterium nucleatum 
wurde in dem dafür empfohlenen modifizierten PYG-Medium resuspendiert. Ein Teil 
der Suspension wurde in Flüssigkultur anaerob auf einem Horizontal-Schüttler bei 
37°C inkubiert, der andere Teil der Suspension wurde auf Frisch-Blutplatten 
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ausgestrichen und ebenfalls anaerob bei 37°C inkubiert. Die Inkubationsdauer betrug 
72h. Anaerobe Bedingungen wurden mittels der Genbox Jar 7l und mit Hilfe eines 
Gasgenerators hergestellt. Als Nachweis für anaerob vorherrschende Bedingungen 
diente ein Anaerobier-Indikator. Nach 72h wurde die Suspension zentrifugiert und in 
12,5ml PYG-Medium resuspendiert. Auch hier wurde zu gleichen Mengen steriles 
Glycerin hinzugefügt (12,5ml) und vermengt. Anschließend wurden 500µl-
Portionenen der Suspension in Reaktionsgefäße (1,6ml) aliquotiert und bei –80°C 
gelagert.   
Die Keimbestimmung erfolgte in regelmäßigen Abständen im Institut für Mikrobiologie 
und Hygiene des Klinikums der Universität Regensburg. 
 
 
5.5. Kultvierung der Bakterien 
 
5.5.1. Enterococcus faecalis 
 
Zur Kultivierung von Enterococcus faecalis wurde ein bei –80°C gelagertes Gefrier-
Cryo aufgetaut. Daraus wurden 80µl entnommen und in 5ml BHI-Medium angeimpft. 
Die Bakteriensuspension wurde unter aeroben Bedingungen bei 37°C auf einem 
Horizontal-Schüttler in einer Übernachtkultur kultiviert. Nach Ablauf der 
Inkubationsdauer wurde die Bakterienkultur bei 3000 Upm 5 min zentrifugiert. Nach 
zweimaligem Waschvorgang mit sterilem PBS wurde das erhaltene Bakterienpellet in 
5ml künstlichen Speichel resuspendiert. Die optische Dichte wurde am 
Spectrophotometer auf 0,1 bei 650 nm eingestellt, was einer Bakterienzahl von ca. 
104-5 Bakterien/ml entsprach. 
 
 
5.5.2. Actinomyces naeslundii  
 
Das Kultivierungsverfahren des Actinomyces naeslundii entsprach dem des 
Enterococcus feacalis. Um eine Übernachtkultur zu erhalten wurden 80µl aus der 
zuvor hergestellten Gefrierkultur entnommen und in 5ml BHI-Medium angeimpft. 
Auch hier wurden die Übernachtkulturen zentrifugiert und zweimal in sterilem PBS 
gewaschen. Die optische Dichte der Bakteriensuspension wurde am 
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Spectrophotometer auf 0,1 bei 650nm eingestellt was einer Bakterienzahl von ca. 
104-5 Bakterien/ml entsprach. 
 
 
5.5.3. Fusobacterium nucleatum 
 
Das Fusobacterium nucleatum wurde ebenfalls aus –80°C gelagerten Gefrierkulturen 
hergestellt. Aus einer Gefrier-Cryo wurden 250µl entnommen und in 5ml 
modifiziertem PYG-Medium resuspendiert. Die angeimpfte Bakterienkultur wurde in 
einer Anaerobiertüte platziert, ein Gasgenerator sorgte für anaerobe Bedingung. 
Diese wurden an einem Indikatorstreifen kontrolliert. Das darauffolgende 
Zuschweißen der Anaerobiertüte diente einem dichten Verschluss. Bei einer 
Temperatur von 37°C wurde die Bakteriensuspension auf einem Horizontal-Schüttler 
inkubiert. Nach 72h Inkubationsdauer wurde die Bakterienkultur bei 2500Upm 5min 
zentrifugiert und das Bakterienpellet zweimalig mit sterilem PBS gewaschen. Nach 
dem Waschvorgang wurde das Pellet in 5ml künstlichem Speichelmedium, das zuvor 
mit Stickstoff begast wurde, resuspendiert und am Spectrophotometer eine optische 






Der Versuch der Etablierung eines Biofilmes wurde in der vorliegenden Arbeit 
anhand von zwei verschiedenen Medien durchgeführt - dem BHI-Medium und dem 
künstlichen Speichelmedium. Im Gegensatz zu dem künstlichen Speichelmedium 
zeigte das BHI-Medium schon in Vorversuchen keinerlei Adhäsionsverhalten der 
Bakterien und wurde in den Experimenten als Negativkontrolle mitgeführt. 
Künstliches Speichelmedium wies schon in Vorversuchen, unter dem Lichtmikroskop, 
eine erkennbare Adhärenz der Bakterien auf dem 96 Well-Mikrotiterplattenboden auf. 
Für die Herstellung einer adhärenten Bakterienkultur wurden 96 Well-
Mikrotiterplatten (tissue culture treated) verwendet. Diese mussten mit dem 
Kultivierungsmedium vorbehandelt werden. Dafür wurde 200µl künstliches 
Speichelmedium in die Wells der Mikrotiterplatten pipettiert und für 30min bei 
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Raumtemperatur inkubiert. Nach Ablauf der Inkubationsdauer wurde das gesamte 
Medium mit einer Pipette entfernt. Durch diese Vorbehandlung wurde den Bakterien 
eine feuchte Oberfläche für die Adhäsion gewährleistet. In jede Vertiefung der 96 
Well-Mikrotiterplatte wurden jeweils 80µl von jeder der zuvor hergestellten 
Bakteriensuspension pipettiert. Um die Sauerstoffzufuhr für das anaerobe 
Fusobacterium nucleatum so gering wie möglich zu halten, wurde dieses als letztes 
aus dem Inkubator entnommen und vorbereitet. Nach jeder neuen Bakterienzugabe 
wurde die Suspension mittels Pipette vermischt.  
Als nächstes wurden die 96 Well-Mikrotiterplatten in der Genbox Jar 7l platziert, 
zusammen mit einem Gasgenerator und einem Anaerobier-Indikatorstreifen. Die Box 
wurde verschlossen und bei 37°C inkubiert. 
Die Inkubationsdauer betrug 12h, 24h, 48h und 72h. Für jeden Zeitpunkt wurde eine 
eigene 96 Well-Mikrotiterplatte verwendet. Als Negativkontrolle wurde bei jedem 
Versuchsansatz eine separate 96 Well-Mikrotiterplatte mit 240µl des verwendeten 
Mediums ohne Bakterien befüllt und mitgeführt. 
Nach je 24h Inkubation wurde die Anaerobier-Box aus der Wärmekammer 
entnommen und geöffnet um die Bakteriensuspension zu waschen und frisches 
Medium hinzuzufügen. Dies wurde, mit Ausnahme des 12h-Zeitpunktes, bei allen 
Zeitpunkten durchgeführt. Somit ergaben sich für den 24h-Zeitpunkt ein 
Waschvorgang, für den 48h-Zeitpunkt zwei Waschvorgänge und für den 72h-
Zeitpunkt drei Waschvorgänge. Dabei wurde zunächst das alte Medium mit einer 
Pipette abgesaugt. Für den Waschvorgang wurde steriles PBS verwendet. Nach 
einmaligem Waschen wurde erneut 240µl künstliches Speichelmedium in die Wells 
der Mikrotiterplatten pipettiert. Das Absaugen des verbrauchten Mediums, der 
Waschvorgang und die frische Mediumzugabe erforderten sehr vorsichtiges Arbeiten, 
um die, bis zu diesem Zeitpunkt adhärent gewachsenen Bakterien, nicht von dem 
Mikrotiterplattenboden zu lösen. Durch den Waschvorgang entstehende Risse in der 
adhärent gewachsenen Bakterienstruktur würden zum Verlust der Biofilmstruktur 
führen. Des Weiteren musste die Zufuhr von Sauerstoff so gering wie möglich 
gehalten werden. Die Mikrotiterplatten wurden mit einem neuen Gasgenerator und 
Anaerobier-Indikator in der Genbox Jar 7l platziert und diese erneut in der 
Wärmekammer inkubiert. Nach weiteren 24h erfolgte ein erneuter Waschvorgang.  
Nach Ablauf der jeweiligen Kulturzeitpunkte wurde die entsprechende 96 Well-
Mikrotiterplatte aus der Genbox Jar 7l entnommen und die in den Wells gewachsene 
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Bakteriensuspension zweimal vorsichtig mit sterilem PBS gewaschen. Auch die 
Negativkontrollen wurden nach Ablauf der Inkubationszeitpunkte gewaschen und für 
die DNA-Isolierung vorbereitet.  
Für die Auswertung der Keime musste der Biofilm in einem Ultraschallbad bearbeitet 
werden, um so dessen dreidimensionale Struktur zu zerstören. Hierfür wurde der 
Biofilm aus fünf Wells gepoolt, mit einer Pipettenspitze wurde der adhärente Biofilm 
ausgeschabt und in einem Reaktionsgefäß (1,6ml) in 1ml sterilem PBS gelöst. Um 
die Matrix des Biofilmes zu zerstören und die Bakterien zu vereinzeln wurde die 
Suspension 3min im Ultraschallbad und weitere 30sec auf dem Vortex separiert. 
 
 
5.7. Möglichkeiten des Keimnachweises 
 
Um das Verhalten von Keimen in einer Biofilmstruktur beurteilen zu können, musste 
ein Nachweisverfahren etabliert werden, um die verwendeten Keime voneinander 
unterscheiden zu können. Dieses Verfahren musste spezifisch für die einzelnen 
Keime sein, um so das Wachstumsverhalten im Zeitverlauf jedes einzelnen Keimes 
interpretieren zu können. 
 
 
Folgende Möglichkeiten des Keimnachweises wurden untersucht: 
 
I) Quantitativer Nachweis mittels Selektivagarplatten  
II) Qualitativ chemischer Nachweis mittels Anwendung der bunten Reihe 
III) Quantitative real-time Polymerasenkettenreaktion 
 
 zu I)   Durch ausplattieren der im Biofilm gewachsenen Bakterien auf entsprechende 
Selektivagarplatten können die Bakterienstämme qualitativ und quantitativ 
ausgewertet werden. Es stellte sich jedoch im Verlauf der Versuche heraus, dass auf 
Grund der Beimischung des toxischen Schwermetalles Cadmium in das Selektiv-
Agarmedium für den Actinomyces naeslundii an dem Institut für Mikrobiologie der 
Universität Regensburg diese Agarplatten nicht hergestellt werden konnten. 
Genauso wenig können diese Selektivplatten gewerblich erworben werden. 
Deswegen musste für die Quantifizierung eine andere Methode gewählt werden. 
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zu II)   Eine qualitative Nachweismethode von verschiedenen Bakterienarten kann 
mit Anwendung der Bunten Reihe erfolgen. Dies ist ein chemisches 
Nachweisverfahren zur Identifizierung von Bakterien anhand verschiedener 
Merkmale. Dabei werden Enzymaktivitäten, der Abbau von Substraten und 
bestimmte Fähigkeiten der Bakterien untersucht. Die Ergebnisse (positiv/negativ) 
werden mit einer Tabelle verglichen und somit kann mit einer bestimmten 
Wahrscheinlichkeit das gesuchte Bakterium einer bestimmten Spezies zugeordnet 
werden. In dieser Arbeit mit den hier verwendeten Bakterienarten war die 
Anwendung der Bunten Reihe nicht möglich. Der Nachweis für das Fusobacterium 
nucleatum ist nur mit dem Indol-Test möglich, jedoch reagiert der Actinomyces 
naeslundii mit der Indol-Färbung ebenfalls positiv, was eine qualitative 
Unterscheidung dieser beiden Bakterienarten nicht möglich machte.  
 
zu III)   Die in dieser Arbeit verwendete Methode zur Keimdifferenzierung war die 
quantitative real-time Polymerasenkettenreaktion. Dieses Auswertungsverfahren 
eignete sich auf Grund seiner Spezifität optimal als quantitativer Nachweis der drei 
gemeinsam gewachsenen Keime. Mittels der quantitativen real-time 
Polymerasenkettenreaktion kann aus einem Bakteriengemisch spezifisch die DNA 
jedes einzelnen Bakteriums nachgewiesen werden und über eine Standardreihe die 
DNA-Konzentration dieser Bakterien ermittelt werden. Jedoch wird mit dieser 
Methode die DNA sowohl von lebenden Bakterien als auch von toten Bakterien 
detektiert. Somit ist mit der quantitativen real-time Polymerasenkettenreaktion 
zunächst nur eine relative Aussage über die Keimanzahl im Biofilm möglich. Eine 
prozentuale Angabe der lebenden Bakterien im Biofilm erfolgte in weiteren 
Versuchen durch die LIVE/DEAD-Färbung. 
 
 
5.8. Quantitative real-time Polymerasenkettenreaktion 
 
Die real-time PCR ist eine Vervielfältigungsmethode für Nukleinsäuren. Mit Hilfe des 
SYBR-Green-PCR Systems (Sybr® Premix Ex Taq™) ist es möglich DNA zu 
amplifizieren und quantifizieren. Das System nutzt den Fluoreszenzfarbstoff SYBR-
Green, der an der doppelsträngigen DNA-Helix bindet. Da der Farbstoff keine 
Sequenzspezifität aufweist, wird der zu amplifizierende DNA-Abschnitt durch die 
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spezifische Sequenz der entsprechenden PCR-Primer festgelegt. An dem 
entstehenden Amplifikat, welches durch die Polymerase synthetisiert wird, binden 
mehrere Moleküle des Farbstoffes. Die Fluoreszenzintensität des Farbstoff-DNA-
Komplexes wurde bei einem Wellenlängenbereich von 500-600nm nach der 
Amplifikationsphase eines jeden abgeschlossenen Zyklus gemessen. Dabei ist die 
Fluoreszenzintensität proportional zur synthetisierten DNA-Menge. Ein PCR-Zyklus 
besteht aus drei Schritten. Zunächst erfolgt die thermische Denaturierung. Hierbei 
wird der DNA-Doppelstrang bei 90-95°C aufgetrennt und es entstehen zwei 
einzelsträngige DNA-Templatemoleküle. Im zweiten Schritt, der Anealing-Phase, 
werden die Primer an komplementäre Sequenzen des einzelsträngigen DNA-
Stranges bei 45-60°C hybridisiert. Die Temperatur hängt hier von den eingesetzten 
Primern ab. Als Drittes erfolgt die Elongation, die Synthese des dazwischen 
gelegenen DNA-Abschnittes, welche bei 72°C durch die TAQ-Polymerase erfolgt. 
Die Zyklenzahl, die Temperatur und die Zeit pro Reaktionsschritt sind individuell 
programmierbar. 
In der hier beschriebenen Arbeit erfolgte die real-time PCR mit dem Light-Cycler der 
Firma Roche (Light cycler II,Roche Diagnostics, Germany). Die Prä-PCR Arbeiten 
wurden an einem dafür gekennzeichnetem Arbeitsplatz durchgeführt. Prä- und Post-
PCR Produkte wurden räumlich voneinander getrennt gehalten, um Kontamination 





Primer sind einzelsträngige Oligonukleotide, die zu einem definierten Bereich der 
Template-DNA komplementär sind. Sie lagern sich während der Annealing-
Temperatur an die entsprechenden Bereiche an und dienen als Ansatzpunkt für die 
DNA-Polymerase. Die Auswahl dieser Startermoleküle bestimmt die Spezifität, 
Sensitivität und Reproduzierbarkeit der PCR. Die hier verwendeten Primer mussten 
zunächst mit Milipore-Wasser nach Herstellerangaben verdünnt werden. 
Anschließend wurden 100µl-Portionen der hergestellten Primerlösung abgefüllt und 








Für die real-time PCR wurde ein Master-Mix hergestellt. Das Pippettierschema für 
den Master Mix setzt sich wie folgt zusammen. Tabelle 4 zeigt das Pipettierschema 











Tabelle 3 Primersequenzen für die Amplifikation von 16sRNA-
Gensequenzen für die drei unterschiedlichen Bakterien 









































EF= Enterococcus faecalis, AN=Actinomyces naeslundii FN= Fusobacterium 
nucleatum 
Tabelle 4 Pipettierschema für den Master-Mix 
Reagenzien Menge in µl/Kapillare 
DNA 1 
SYBR-Green 10 
Primer forward 0,5 
Primer reverse 0,5 
Milipore Wasser 8 
Gesamtvolumen 20 
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Der Master-Mix wurde zunächst ohne DNA hergestellt. Es wurden 19µl des 
Mastermixes in die Kapillaren pipettiert. 1µl der jeweiligen DNA wurde dann in die 
Kapillaren hinzugegeben. Diese wurden mit einem Deckel verschlossen und bei 





Jeder einzelne PCR-Lauf hat ein eigenes PCR-Protokoll, in dem die Zeit- und 
Temperaturangaben für die initiale Denaturierung, für die Amplifikationsphase, für die 
Schmelzkurve und für die Abkühlungsphase festgelegt sind. In den Vorversuchen 
wurde das Protokoll für den Enterococcus faecalis nach Denotti et al. [61] und für das 
Fusobacterium nucleatum und den Actinomyces naeslundi nach Periasamy et al. 
[172] verwendet und auf Spezifität untersucht. Im Laufe der Versuchsdurchführung 











initiale Denaturierung : 1x (30s“ 95°C) 
Amplifikation: 40x (0s” 95°C,10s” 50°C, 12s”      72°C, 0s” 
72°C) 
Schmelzkurve: 1x (0s” 95°C, 0s” 45°C, 0s” 95°C) 




initiale Denaturierung: 1x (30s“ 95°C) 
Amplifikation:  40x (30s” 95°C,60s” 56°C, 0s” 56°C, 10s” 
72°C) 
Schmelzkurve: 1x (0s” 95°C, 0s” 45°C, 0s” 95°C) 






optimiert nach eigenen 
Voruntersuchungen 
initiale Denaturierung: 1x (30s“ 95°C) 
Amplifikation:  40x (30s” 95°C,60s” 62°C, 0s” 62°C, 10s”     
72°C) 
Schmelzkurve: 1x (0s” 95°C, 0s” 45°C, 0s” 95°C) 





optimiert nach eigenen 
Voruntersuchungen 
initiale Denaturierung : 1x (30s“ 95°C) 
Amplifikation:  40x (0s” 95°C,10s” 68°C, 12s” 72°C, 0s”  
72°C) 
Schmelzkurve: 1x (0s” 95°C, 0s” 45°C, 0s” 95°C) 
Abkühlung:       1x (30s“ 40°C) 
 
 
Während der real time PCR wurden initiale Denaturierung, Amplifikation und die 








5.8.4. Exemplarischer Aufbau eines PCR-Laufes 
 
Bei jedem PCR-Durchlauf wurden zwei Negativkontrollen mitgeführt. Zum einen die 
aus dem Biofilmmodell beschriebene Mediumkontrolle, zum anderen eine Milipore-
Wasserprobe. Die Biofilmproben wurden für die Quantifizierung auf 1:10 und 1:100 
verdünnt. Tabelle 6 zeigt exemplarisch den Aufbau eines PCR-Laufes zur 
Quantifizierung der Bakterien aus dem gewachsenen Biofilm.  
 
Tabelle 6 Exemplarischer Aufbau eines PCR-Laufes zur Quantifizierung der 
drei unterschiedlichen Bakterien aus dem Biofilm 
Aufteilung der Proben Produkte eines PCR-Durchlaufs Konzentrationen 
Standardreihe 
DNA des gesuchten Keimes   
DNA des gesuchten Keimes  
DNA des gesuchten Keimes  
DNA des gesuchten Keimes  






































Wasserkontrolle (Milipore-Wasser) unverdünnt 
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5.8.5. Festlegung der Standardreihe der jeweiligen Bakterien 
 
Zur Fluoreszenzquantifizierung wurden Proben mit einer DNA-Standardreihe mit 
bekannter Konzentration der einzelnen Bakterien verglichen. Mit Hilfe dieser 
Standardkurve lässt sich die Konzentration der gesuchten Proben ermitteln. Die 
Konzentrationen des Standards wurden logarithmisch verdünnt und deckten den 
Bereich von 50ng/µl DNA bis 0,005ng/µl DNA ab (Abb.2). Die in dieser Arbeit 
untersuchten Proben sollten innerhalb dieses Standards verlaufen, um eine 
Extrapolation zu vermeiden. Abbildung 2 zeigt exemplarisch die im Rahmen dieser 
Arbeit festgelegte Standardreihe für den Actinomyces naeslundii für den positiven 
Nachweis einer unbekannten DNA-Probe von Actinomyces naeslundii. Die rote 
Fluoreszenzkurve ist das amplifizierte PCR-Fragment der DNA des Actinomyces 
naeslundii mit einer unbekannten DNA-Konzentration. Mittels dieser Standardreihe 






Abbildung 2 Exemplarische Darstellung einer im Rahmen dieser Arbeit 
festgelegten Standardreihe für den Actinomyces naeslundii 
mit dem AN1/2-Primerpaar 
 
 
Obere Abbildung: Grün: Fünf Standardkurven des Actinomyces naeslundii mit einer 
Konzentration von 50ng/µl-0,005ng/µl DNA in 1:10-Verdünnungen. Rot: Amplifiziertes 
Actinomyces naeslundii PCR-Fragment mit unbekannter DNA-Konzentration. 




5.8.6. Bestimmung und Bedeutung des Crossing points 
 
Zur Auswertung der Ergebnisse muss der CP-Wert (Crossing Point) bestimmt 
werden. Während der Startphase der PCR ist die DNA-Menge noch begrenzt, in der 
Endphase ist die DNA-Menge der Zielsequenz so stark angestiegen, dass DNA-
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Fragmente immer häufiger miteinander hybridisieren können und die Aktivität der 
Polymerase dann wieder gehemmt wird. In der exponentiellen Phase verdoppelt sich 
die Zielsequenz unter optimalen Bedingungen. Der Anfang der exponentiellen Phase 
wird zur Quantifizierung verwendet. Der CP-Wert gibt den Cycluswert an, bei dem die 
Fluoreszenz signifikant über die Hintergrundfluoreszenz ansteigt. Je mehr DNA-
Menge zu Beginn der Reaktion vorhanden ist, desto weniger Zyklen sind erforderlich 
um den Punkt zu erreichen, bei dem das Fluoreszenzsignal das Hintergrundrauschen 
deutlich übersteigt [92]. 
 
 
5.8.7. Schmelzkurvenanalyse und Schmelzpunkt 
 
Am Ende eines jeden PCR-Laufes wurde eine Schmelzkurve erstellt, die für jedes 
amplifizierte PCR-Produkt eine spezifische und eindeutig definierbare 
Schmelztemperatur aufzeigen sollte. Diese steht in Abhängigkeit mit dem Cytosin-
Guanin-Gehalt und der Fragmentgröße des Amplifikats. Durch Aufheizen des Cyclers 
in konstanten Intervallen kann jede Sekunde die Fluoreszenzintensität gemessen 
werden. Je stärker die DNA denaturiert ist, desto weniger CYBR-Green bindet an das 
synthetisierte Amplifikat. Bei zunehmender Denaturierung kommt es zu einem 
proportionalen Abfall der Fluoreszenz. Der Punkt, an dem die DNA komplett als 
Einzelstränge vorliegt und somit ein abrupter Fluoreszenzabfall auftritt, wird als 





Die DNA-Isolierung erfolgte nach dem Protokoll von Quiagen (Gentra Puregene 
Handbook 09/2007). Für die DNA-Isolierung wurde der Biofilm zunächst im 
Ultraschallbad vorbehandelt um die Bakterien aus dem adhärent gewachsenen 
Biofilm zu vereinzeln. Die DNA dieses Bakteriengemisches wurde nach dem 







Zur Identifikation der Fragmentgröße der amplifizierten PCR-Produkte wurden die, 
nach einer real-time PCR synthetisierten Amplifikate in ein Reaktionsgefäß (1,6ml) 
abzentrifugiert und davon 8µl auf ein Agarosegel aufgetragen. Es wurde ein 0,8%-
iges Agarosegel hergestellt. Die Agarose wurde abgewogen, 1xTAE-Puffer (Rezept 
für 50xTAE: 2 M Tris-Base, 1M Eisessig, 50mM EDTA, pH 8,0) hinzugefügt und in 
der Mikrowelle aufgekocht. Insgesamt wurden 8µl jeder Probe in die Gel-Tasche 
eingefüllt, bestehend aus 2µl Ficoll (Ladepuffer) und 6µl DNA. In die erste und letzte 
Tasche wurden 5µl eines Größenmarkers pipettiert. Nach elektrophoretischer 
Auftrennung bei 100V wurde das Gel in ein Ethidiumbromid-Bad gegeben, um so die 
Fragmente zu färben. Visualisiert wurde die DNA unter UV-Licht und mit einer 
Kamera (UVP, Visi Doc ITM Imaging System, USA) dokumentiert. 
 
 
5.9. Fluoreszenzfärbung der extrazellulären polymeren Substanz 
 
Der Nachweis der Fluoreszenzfärbungen der extrazellulären polymeren Substanz 
(EPS) erfolgte mit dem Farbstoff Concanavalin A. Concanavalin A färbt die 
spezifischen Zuckerreste in der EPS an und lässt sich mit dem Fluoreszenzfilter 
Texas Red als Rotfärbung mit einem Fluoreszenzmikroskop visualisieren. Zur 
besseren Darstellung der Bakterien wurden diese mit Farbstoff SYTO 9 angefärbt, 
welches alle Bakterien (intakte und zerstörte Zellmembran) grün fluoreszieren lässt. 
Um die extrazelluläre Substanz mit einem Fluoreszenzmikroskop untersuchen zu 
können, musste der Biofilm auf Permanox Objektträgern wachsen. Diese 
Objektträger können eine unterschiedliche Anzahl an Kammern besitzen, wobei die 
Kammerwände abziehbar sind. In diesen Kammern wurde ein 72h-Biofilm wie zuvor 
beschrieben hergestellt. 0,2mg Concanavalin A wurden in 1ml NaHCO3 gelöst. Pro 
Kammer wurden 1ml der Concanavalin A-Lösung pipettiert und 30min unter 
Lichtausschluss bei Raumtemperatur inkubiert. Nach der Inkubationsdauer wurde der 
Biofilm zweimal mit sterilem PBS gewaschen. Die Wände der Kammern wurden dann 
abgezogen und mit einem Deckglas wurde der angefärbte Biofilm fixiert. Tabelle 7 







Die Mehrkanal 3D Fluoreszenzmikroskopie ist eine neuere mikroskopische Methode 
zur Untersuchung der dreidimensionalen Struktur von Biofilmen. Ohne spezielle 
Präparation können in definierten Abständen (µm) optische Serienabschnitte durch x- 
y- und z-Ebenen des Untersuchungsobjektes gelegt werden. Somit können aus 
zweidimensionalem Datensatz dreidimensionale Rekonstruktionen erstellt werden. 
Hierbei können Schichten bis zu einer Dicke von 100µm analysiert werden. Mit dem 
in dieser Arbeit verwendeten Mehrkanal-3D-Fluoreszenzmikroskop erfolgten 
zusammengesetzte Schichtaufnahmen zur Visualisierung der extrazellulären Matrix 
in der dreidimensionalen Biofilmstruktur und für den Lebend/Tod-Nachweis. Mit der 





Mit der quantitativen real-time Polymerasenkettenreaktion kann zwar eine absolute 
Quantifizierung der DNA der Keime erfolgen, jedoch kann diese Methode nicht 
intakte DNA von zerstörter DNA unterscheiden. Somit gibt diese Methode keine 
Auskunft über die Menge an toten Mikroorganismen im Biofilm. Hierfür wurden 
LIVE/DEAD-Färbungen durchgeführt um eine prozentuale Angabe über die Menge 
an toten Mikroorganismen zu erhalten. 
 






























Für die LIVE/DEAD Färbungen wurde der Biofilm Viability Kit von Invitrogen 
verwendet. Diese Untersuchung ermöglichte es, mittels eines 
Fluoreszenzmikroskopes gleichzeitig lebende und tote Zellen sichtbar zu machen. 
Der Farbstoff SYTO 9 ist ein grün fluoreszierender Farbstoff, der alle Bakterien 
anfärbt, sowohl die mit intakter als auch die mit zerstörter Membran. Propidiumjodid, 
ein rot fluoreszierender Farbstoff, färbt nur die Bakterien mit zerstörter Membran an. 
Die beiden Farbstoffe wurden im gleichen Verhältnis miteinander vermischt, um in 
einer Messung sowohl die lebenden, als auch die toten Bakterien erfassen und 
abbilden zu können. Mit dem Fluoreszenzmikroskop konnten die toten, rot gefärbten 
und die vitalen, grün gefärbten Zellen beobachtet werden. 
 
 
5.12. Datenerfassung und statistische Auswertung 
 
Das Wachstum des Biofilmes wurde nach 12, 24, 48 und 72 Stunden gemessen. Für 
jeden Zeitpunkt wurden 12 Stichproben pro Biofilm hergestellt und unverdünnt, 1:10 
und 1:100 verdünnt mit dem Light Cycler-System semiquantitativ ausgewertet. In 
jeder Probe wurde jeder der drei verwendeten Bakterienstämme untersucht. Somit 
wurden 144 Biofilm Stichproben hergestellt. Damit ergaben sich insgesamt 432 Light 
Cycler-Läufe.  
Mit der Systemsoftware wurde das „second derivative maximum“ bestimmt. Aus 
diesem Abszissen (=Zyklus)wert wurde mit der bei jedem PCR-Lauf mitgeführten 
Standardkurve die Konzentration des gerade untersuchten Bakteriums bestimmt.  
 
Die deskriptive Darstellung erfolgte als Mediane mit zugehörigen 25-75% Quantilen. 
Zur Überprüfung der Signifikanz wurde der Mann-Whitney-Test und die Error-Rates-












6.1. Nachweis der extrazellulären Matrix im Biofilm 
 
Die extrazelluläre polymere Matrix ist maßgeblich für die biologischen und 
chemischen Prozesse in einem Biofilm. Durch die Anfärbung der spezifischen 
Zuckerreste der extrazellulären Matrix mit dem Farbstoff Concanavalin A, kann die 
extrazelluläre Matrix im Biofilm visualisiert werden. Der hierbei verwendete Filter 
Texas Red lässt die extrazelluläre Matrix rot fluoreszieren. Die Beurteilung der 
Biofilmstrukturen erfolgte sowohl mit einem Fluoreszenzmikroskop (Abbildung 3) als 
auch mit einem Mehrkanal-3D-Fluoreszenzmikroskop (Abbildung 4). Mit dem 
Mehrkanal-3D-Fluoreszenzmikroskop konnte aus einem zwei-dimensionalem 
Bilddatensatz eine drei-dimensionale Rekonstruktion erstellt werden. Die unten 
aufgezeigten Graphiken zeigen exemplarische Aufnahmen der extrazellulären Matrix. 
In der Durchlichtaufnahme kann man stark besiedelte Bakterienareale erkennen die 
teilweise Lücken in ihrer Struktur aufweisen. Diese Lücken könnten auf die 
Ausbildung von Versorgungskanälen in den unteren Schichten der Biofilmstruktur 
hinweisen (Abb. 4). 
 
Abbildung 3 Exemplarische Darstellung der EPS mit dem Fluoreszenzfarbstoff 
Concanavalin A in einer Fuoreszenzaufnahme 
         
Links: Fluoreszenzaufnahmen der extrazellulären polymeren Substanz (EPS) in 
einem Biofilm mit dem Farbstoff Concanavalin A (rot).  
Rechts: Kolokalisation der EPS und Biofilm. Die Bakterien im Biofilm wurden mit 
SYTO 9 markiert und sind grün dargestellt. 
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Abbildung 4 Dreidimensionale exemplarische Darstellung der EPS mit dem 
Fluoreszenzfarbstoff Concanavalin A  
 
Links: Durchlichtaufnahme eines auf Permanox-Objekträgern hergestellten 
Biofilmes.  
Rechts: korrespondierendes Fluoreszenzbild, mit Concanavalin A angefärbte 
extrazelluläre polymere Substanz. Die Skalierung an oberen und rechten 
Randbereich zeigt die Fluoreszenzverteilung in unterschiedlichen Ebenen entlang 
der x (Breite), y (Länge), und z (Tiefe)-Achse. 
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Abbildung 5 Dreidimensionale exemplarische Darstellung der EPS mit dem 






Die Skalierung am 
oberen und rechten 
Randbereich zeigt die 
bakterielle Verteilung 
in unterschiedlichen 
Ebenen entlang der x 
(Breite), y (Länge), und 
z (Tiefe)-Achse. 
 





Matrix. Der verwendete 
Farbstoff ist 
Concanavalin A. Die 















6.2. Nachweis der biofilmbildenden Bakterien im Biofilm 
 
6.2.1. Quantitativer und semiquantitativer Nachweis mittels real-time PCR 
 
Die hier aufgeführten Ergebnisse zum Nachweis der Bakterien im Biofilm wurde 
mittels real-time Polymerasenkettenreaktion durchgeführt. Die Auswertung erfolgte 
dann semi-quantitativ, da die Gesamt-DNA-Menge der verwendeten Bakterien 
bestimmt wurde, denn die real-time PCR-Methode kann nicht die DNA von lebenden 
und toten Bakterien unterscheiden. Mit den zusätzlich durchgeführten Durch 
Anwendung von LIVE/DEAD-Färbungen kann eine prozentuale Angabe an lebenden 
und toten Bakterien in dem Biofilm angegeben werden. Somit sollte es möglich sein, 
unterschiedliche Bakterien in einem Biofilm sowohl qualitativ als auch semi-
quantitativ voneinander zu unterscheiden. 
  
 
6.2.2. Spezifität und Kreuzreaktivität der verwendeten Primer 
 
Bevor die qualitative und quantitative Auswertung der drei Bakterien im Biofilm mit 
dem Light Cycler erfolgen konnte, mussten die Primer auf ihre Spezifität für die 
jeweiligen Bakterien untersucht werden. Dabei wurden die Primer auf Kreuzreaktivität 
mit der DNA der jeweiligen anderen Bakterien untersucht.  
 
Für den Spezifitätsnachweis der amplifizierten PCR-Produkte müssen im Rahmen 
dieser Arbeit zwei Kriterien erfüllt werden.  
 
I) Das entstehende Fluoreszenzsignal eines amplifizierten PCR-Fragmentes 
unter Verwendung eines spezifischen Primerpaares (z.B. das Primerpaar EF1/2 für 
den Enterococcus faecalis) mit der DNA eines der beiden anderen Bakterien 
(Fusobacterium nucleatum/Actinomyces naeslundii untersucht mit Primerpaar 
EF1/2), soll nicht innerhalb des für das spezifische Bakterium (in diesem Fall 
Enterococcus faecalis untersucht mit Primerpaar EF1/2) festgesetzten Standards 
detektiert werden. Abbildung 6a zeigt exemplarisch die Standardreihe für die PCR-
Produkte der DNA des Enterococcus faecalis mit Primerpaar EF1/2 (blau). Die rote 
Fluoreszenzkurve zeigt das Signal für das amplifizierte PCR-Produkt des 
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Fusobacterium nucleatum mit dem Primerpaar EF1/2. Alle Fluoreszenzsignale 
außerhalb des Standards wurden nicht bewertet. 
 
Abbildung 6a Exemplarische Darstellung der Standardreihe für den 
Enterococcus faecalis mit dem Primerpaar EF1/2 
 
Blau: Standardreihe der PCR-Fragmente des Enterococcus faecalis mit dem 
Primerpaar EF1/2. DNA-Konzentrationen betrugen von 50ng/µl-0,005ng/µl in 1:10-
Verdünnungen.  
Rot: Fluoreszenzkurve des amplifizierten PCR-Fragmentes unter Verwendung von 
DNA von Fusobacterium nucleatum mit dem Primerpaar EF1/2. 
 
 
II) Das zweite Kriterium ist die spezifische Schmelztemperatur der jeweilig 
amplifizierten PCR-Fragmente durch die real-time PCR mit den entsprechenden 
Primerpaaren für jede Bakterienspezies. Jedes PCR-Produkt weist einen 
spezifischen, eindeutig definierbaren Schmelzpunkt auf. Der Schmelzpunkt ist der 
Punkt, an dem eine Auftrennung der PCR-Fragmente in DNA-Einzelstränge erfolgt 
und somit ein abrupter Fluoreszenzabfall auftritt. Abbildung 6b zeigt die zugehörige 
Schmelzkurvenanalyse zu Abbildung 6a. Die Schmelzpunkte der Standardreihe des 
Enterococcus faecalis liegen bei allen PCR-Fragmenten bei 89,7°C. Der 
Schmelzpunkt für das PCR-Fragment des Fusobacterium nucleatum mit dem 
Primerpaar EF1/2 zeigt einen anderen, unspezifischen Schmelzpunkt. Dies gilt als 
Nachweis, dass das EF1/2-Primerpaar die amplifizierten PCR-Fragmente des 
Fusobacterium nucleatum nicht spezifisch erkennt. Auf diese Weise können falsch 
positive Ergebnisse ausgeschlossen werden. 
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Abbildung 6b Zugehörige Schmelzkurvenanalyse zur Abb.6a für den 
Enterococcus faecalis mit dem Primerpaar EF1/2 
 
 
Blau: Schmelzpunkte der Standardreihe, spezifisch für die PCR-Fragmente des 
Enterococcus faecalis mit dem EF1/2-Primerpaar, bei 89,7°C.  
Rot: Schmelzpunkt des amplifizierten PCR-Fragementes unter der Verwendung der 
DNA von Fusobacterium nucleatum mit dem EF1/2-Primerpaar. 
 
 
In der vorliegenden Arbeit lag der spezifische Schmelzpunkt für das 16s PCR-
Fragment von Enterococcus faecalis bei 89,7°C +/- 0,5°C, für Actinomyces 
naeslundii bei 86,3°C +/- 0,5°C und für Fusobacterium nucleatum bei 86,6°C +/- 
0,5°C, untersucht mit dem spezifischen Primerpaar der jeweiligen Bakterien. 
 
 
6.2.2.1. Spezifitätsuntersuchung des Primerpaares AN1/2  
 
In Vorversuchen musste zunächst die Spezifität der Primer für den Nachweis der 
jeweiligen Bakterien überprüft werden, um so eine Quantifizierung möglich zu 
machen. Jedes eingesetzte Primerpaar wurde mit der DNA der drei Bakterien auf 
Reaktivität und Spezifität untersucht. Abbildung 7a zeigt die 
Fluoreszenzkurvenanalyse für das Actinomyces naeslundii-Primerpaar (AN1/2) 
untersucht mit der DNA aller drei Bakterien (Actinomyces naeslundii, Fusobacterium 
nucleatum, Enterococcus faecalis). Die Abszisse gibt die Zyklenzahl an, die Ordinate 
das Fluoreszenzsignal. Je spezifischer der Primer an die PCR-Fragmente der DNA 
bindet, desto früher erscheint das Fluoreszenzsignal und desto spezifischer ist der 
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Primer für den jeweiligen Bakterienstamm. Das amplifizierte PCR-Fragment des 
Actinomyces naeslundii mit dem AN1/2-Primerpaar liegt innerhalb des in dieser 
Arbeit festgesetzten Standards (50ng/µl-0,005ng/µl DNA) für den Actinomyces 
naeslundii. Die amplifizierten PCR-Produkte für den Enterococcus faecalis und das 
Fusobacterium nucleatum liegen außerhalb des für den Actinomyces naeslundii 
festgesetzten Standards. Abbildung 7a ist zu entnehmen, dass das Signal für den 
Enterococcus faecalis 20 Zyklen später und für das Fusobacterium nucleatum 15 
Zyklen später erscheint als beim Actinomyces naeslundii, somit ergibt das AN1/2-
Primerpaar, untersucht auf das Fusobacterium nucleatum und den Enterococcus 
faecalis , ein weit schwächeres Fluorszenzsignal als mit der DNA des Actinomyces 





Fluoreszenzkurvenanalyse für den Actimomyces 
naeslundii-Primer (AN1/2) untersucht mit der DNA des 
Actionomyces naeslundii, Fusobacterium nucleatum und 
Enterococcus faecalis. 
 
Die grüne Kurve gibt das Fluoreszenzsignal für den Actinomyces naeslundii , die 
gelbe Kurve für das Fusobacterium nucleatum und die blaue Kurve für den 
Enterococcus faecalis  jeweils untersucht mit dem Primerpaar AN1/2 an. Die 
Konzentrationen der DNA der Bakterien betrug jeweils 32ng/µl. 
 
 
Die Spezifität des Primerpaares (AN1/2) wurde mit der Schmelzkurvenanalyse der 
jeweiligen PCR-Fragmente überprüft und bestätigt. Abbildung 7b zeigt die 
dazugehörige Schmelzkurvenanalyse für das amplifizierte PCR-Fragment durch das 
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Primerpaar AN1/2. Das PCR-Fragment von Actinomyces naeslundii hat somit einen 
spezifischen Schmelzpunkt bei 86,3°C +/- 0,5. Abbildung 7b zeigt die 
Schmelzkurvenanalyse der erhaltenen PCR-Fragmente unter Verwendung der DNA 
von Fusobacterium nucleatum und der DNA von Enterococcus faecalis jeweils mit 
dem AN1/2-Primerpaar. Deutlich kann man einen jeweils abweichenden 
Schmelzpunkt erkennen. Der Schmelzpunkt für das Fusobacterium nucleatum weist 
eine Temperaturabweichung von 6,3°C auf, für den Enterococcus faecalis eine 
Temperaturabweichung von 2°C. Somit kann eine Kreuzreaktivität des Actinomyces 
naeslundii-Primerpaares (AN1/2) mit der DNA des Fusobacterium nucleatum und des 






Abbildung 7b Schmelzkurvenanalyse (zu Abb.7a) für den Actinomyces naeslundii- 
Primer (AN1/2) untersucht mit der DNA des Actinomyces naeslundii, 
des Enterococcus faecalis und des Fusobacterium nucleatum 
 
Die grüne Kurve gibt die Schmelztemperatur für das amplifizierte PCR-Fragment von 
Actinomyces naeslundii, die gelbe Kurve die Schmelztemperatur für das amplifizierte PCR-
Fragment von Fusobacterium nucleatum und die blaue Kurve für das amplifizierte PCR-
Fragment von Enterococcus faeclalis an, untersucht mit dem Primer AN1/2 für den 
Nachweis von Actinomyces naeslundii .  
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Für die Spezifitätsversuche wurde zur Bestätigung der Ergebnisse die Gel-
Elektrophorese durchgeführt . Abbildung 7c zeigt in Spalte 2 und 3 die amplifizierten 
PCR-Produkte für die DNA des Actinomyces naeslundii , mit dem Primerpaar AN 1/2. 
Die Fragmentgröße von 104bp stimmt mit den Vorgaben vom NCBI-Primer tool 
überein. Die DNA des Enterococcus faecalis (Spalte 4) und die DNA des 
Fusobacterium nucleatum (Spalte 5) konnte mit dem Primerpaar AN1/2 nicht 
amplifiziert werden. Spalte 6 zeigt die Wasserkontrolle. Das Primerpaar AN1/2 
erkennt spezifisch die DNA des Actinomyces naeslundii. 
 
Abbildung 7c Gelelektrophoretische Darstellung der amplifizierten PCR-
Produkte für den Actinoyces naeslundii mit dem 
Primerpaar AN1/2  
 
Spezifitätsnachweis der DNA des Actinomyces naeslundii mit dem Primerpaar 
AN1/2 mit einer erwarteten Fragnmentgröße von 104bp (NCBI-Primer tool). Alle hier 
dargestellten amplifizierten PCR-Produkte (2-6) wurden mit dem Primerpaar AN1/2 
durchgeführt.1 und 7:Größenmarker; 2 und 3: amplifiziertes PCR-Produkt für die 
DNA des Actinomyces naeslundii mit einer Fragmentgröße von 104bp; 4: 
Enterococcus faecalis-DNA; 5: Fusobacterium nucleatum-DNA; 6: Wasserkontrolle  
Das Primerpaar AN1/2 erkennt spezifisch die DNA des Actinomyces naeslundii 
 
 
6.2.2.2. Spezifitätsuntersuchung des Primerpaares FN1/2 
 
Das Fusobacterium nucleatum-Primerpaar FN1/2 und das Enterococcus faecalis-
Primerpaar EF1/2 wurden entsprechend dem Actinomyces naeslundii auf Spezifität 
und Kreuzreaktivität untersucht. Abbildung 8a zeigt die Fluoreszenzkurvenanalyse 
des FN1/2-Primerspaares mit der DNA des Fusobacterium nucleatum, des 
Enterococcus faecalis und des Actinomyces naeslundii. In diesem Fall ist die 
Fluoreszenzkurve schon ausreichend um die Spezifität des FN1/2-Primerspaares für 
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das Fusobacterium nucleatum zu beweisen, da dieses Primerpaar nicht mit der DNA 
des Enterococcus faecalis und Actinomyces naeslundii  reagiert (Abb.8a). Die 
dazugehörige Schmelzkurvenanalyse (Abb. 8b) bestätigt die 
Fluoreszenzkurvenananlyse (Abb 8a). 
 
 
Die spezifische Schmelztemperatur für das amplifizierte PCR-Fragment mit dem 
Fusobacterium nucleatum-Primerpaar (FN1/2) liegt bei 86,6°C. Abb. 8b zeigt für die 
DNA des Enterococcus faecalis und des Actinomyces naeslundii untersucht mit dem 
FN1/2-Primerpaar keinen Schmelzpunkt an. Somit kann eine Kreuzreaktivität des 
Fusobacterium nucleatum–Primerpaares (FN1/2) mit der DNA des Actinomyces 




Abbildung 8a Fluoreszenzkurvenanalyse für das Fusobacterium nucleatum-
Primerpaar (FN1/2) untersucht mit der DNA des Fusobacterium 
nucleatum ,des Actionomyces naeslundii , und des 
Enterococcus faecalis  
 
Die gelbe Kurve gibt das Fluoreszenzsignal für das amplifizierte PCR-Fragment von 
Fusobacterium nucleatum, die grüne Kurve für das amplifizierte PCR-Fragment von 
Actinomyces naeslundii, und die blaue Kurve für das amplizifierte PCR-Fragment von  





Für die Spezifitätsversuche wurde zur Bestätigung der Ergebnisse die Gel-
Elektrophorese durchgeführt . Abbildung 8c zeigt in Spalte 2 und 3 die amplifizierten 
PCR-Produkte für die DNA des Fusobacterium nucleatum, mit dem Primerpaar FN 
1/2. 
Die Fragmentgröße von 138bp stimmt mit den Vorgaben vom NCBI-Primer tool 
überein. Die DNA des Actinomyces naeslundii (Spalte 4) und die DNA des 
Enterococcus faecalis (Spalte 5) konnte mit dem Primerpaar FN1/2 nicht amplifiziert 
werden. Spalte 6 zeigt die Wasserkontrolle. Das Primerpaar FN1/2 erkennt spezifisch 






Abbildung 8b Schmelzkurvenanalyse (zur Abb.8a) für das Fusobacterium 
nucleatum- Primerpaar (FN1/2) untersucht mit der DNA des 
Fusobacterium nucleatum ,des Actionomyces naeslundii , und des 




Die gelbe Kurve gibt die Schmelztemperatur für das amplizifierte PCR-Fragment von 
Fusobacterium nucleatum, die blaue Kurve die Schmelztemperatur für das amplifizierte 
PCR-Fragment von Enterococcus faecalis und die grüne Kurve für das amplifizierte PCR-
Fragment von Actinomyces naeslundii an, untersucht mit dem Primerpaar des 
Fusobacterium nucleatum FN1/2.  
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Abbildung 8c Gelelektrophoretische Darstellung der Fragmentgröße 
der amplifizierten PCR-Produkte für das Fusobacterium 
nucleatum mit dem Primerpaar FN 1/2 
 
Spezifitätsnachweis der DNA des Fusobacterium nucleatum mit dem Primerpaar 
FN1/2 mit einer erwarteten Fragmentgröße von 138bp (NCBI-Primer tool). Alle hier 
dargestellten amplifizierten PCR-Produkte (2-6) wurden mit dem Primerpaar FN1/2 
durchgeführt.1 und 7:Größenmarker; 2 und 3: amplifiziertes PCR-Produkt für die 
DNA des Fusobacterium nucleatum mit einer Fragmentgröße von 138bp; 4: 
Actinomyces naeslundii-DNA; 5: Enterococcus faecalis-DNA; 6: Wasserkontrolle  
Das Primerpaar FN1/2 erkennt spezifisch die DNA des Fusobacterium nucleatum 
 
 
6.2.2.3. Spezifitätsuntersuchung des Primerpaares EF1/2 
 
Der zunächst verwendete Primer für den spezifischen Nachweis von Enterococcus 
faecalis (Seite 40, EF-1 forward und EF-2 reverse) wurde aus der Publikation von 
Denotti et al. [61] entnommen und auf Kreuzreaktivität mit der DNA des Actinomyces 
naeslundii und des Fusobacterium nucleatum untersucht. Das Fluoreszenzsignal für 
die DNA des Fusobacterium nucleatum mit dem EF1/2-Primerpaar erscheint fünf 
Zyklen vor dem Fluoreszenzsignal des Enterococcus faecalis und innerhalb des 
Standards für den Enterococcus faecalis (Abb. 9a,b). Somit ist dieses Primerpaar 
nicht geeignet, spezifisch DNA von Enterococcus faecalis dedektieren. Ebenso wird 
durch das Primerpaar EF1/2 ein PCR-Fragment innerhalb des Enterococcus faecalis 
Standards amplifiziert, wenn als Test-DNA, DNA von Actinomyces naeslundii 
eingesetzt wird (Abb.9a). Das Primerpaar EF1/2 erkennt somit die DNA aller drei 
Bakterienspezies und ist deswegen für die weiteren Untersuchungen nicht geeignet. 
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Die dazugehörige Schmelzkurvenanalyse (zu Abb.9c) zeigt die Spezifität des 
Primerpaares EF1/2 untersucht mit der DNA der drei in dieser Arbeit verwendeten 
Bakterienstämme. Der hier dargestellte Schmelzpunkt des Fusobacterium nucleatum 
Abbildung 9a Fluoreszenzkurvenanalyse für das Enterococcus faecalis-
Primerpaar (EF1/2) untersucht mit der DNA des Enterococcus 
faecalis, Actionomyces naeslundii und Fusobacterium nucleatum  
 
 
Die gelbe Kurve gibt das Fluoreszenzsignal für das Fusobacterium nucleatum, die 
blaue Kurve für den Enterococcus faecalis und die grüne Kurve für den Actinomyces 
naeslundii an. Die Konzentrationen der DNA der Bakterien betrug jeweils 12ng/µl. 





zugehörige DNA-Standardkurve zur Abb.9a für den Nachweis 
von Enterococcus faecalis mit dem EF1/2-Primerpaar 
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mit dem EF1/2-Primerpaar zeigt eine Temperaturabweichung von 5°C und der 
Schmelzpunkt des Actinomyces naeslundi mit dem EF1/2-Primerpaar zeigt eine 
Temperaturabweichung von 3°C. 
 
Abbildung 9c Schmelzkurvenanalyse (zur Abb.9a,b) des Enterococcus 
faecalis-Primerpaares (EF1/2) untersucht mit der DNA des 
Enterococcus faecalis, Actinomyces naeslundii und des 
Fusobacterium nucleatum 
 
Die blaue Kurve gibt den Schmelzpunkt für den Enterococcus faeclalis, die gelbe 
Kurve den Schmelzpunkt für das Fusobacterium nucleatum und die grüne Kurve den 
Schmelzpunkt für den Actinomyces naeslundii an, untersucht mit dem Primerpaar des 
Enterococcus faecalis (EF1/2). Die spezifische Schmelztemperatur für das EF1/2-
Primerpaar liegt bei 89,7°C.  
 
 
Für die Spezifitätsversuche wurde zur Bestätigung der Ergebnisse die Gel-
Elektrophorese durchgeführt. Abbildung 9d zeigt in Spalte 2 und 3 die amplifizierten 
PCR-Produkte für die DNA des Enterococcus faecalis, mit dem Primerpaar EF 1/2. 
Die Fragmentgröße von 285bp stimmt mit den Vorgaben vom NCBI-Primer tool 
überein. Sowohl die DNA des Actinomyces naeslundii (Spalte 4) als auch die DNA 
des Fusobacterium nucleatum (Spalte 5) konnten mit dem Primerpaar EF1/2 mit 
einer Fragmentgröße von 285bp amplifiziert werden. Spalte 6 zeigt die 
Wasserkontrolle. Das Primerpaar EF1/2 erkennt somit die DNA des Enterococcus 
faecalis nicht spezifisch und ist für die vorliegende Arbeit als Primerpaar für den 
Enterococcus faecalis nicht geeignet. 
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Abbildung 9d Gelelektrophoretische Darstellung der Fragmentgrößen der 
amplifizierten PCR-Produkte mit dem Primerpaar EF1/2 
 
Spezifitätsnachweis der DNA des Enterococcus faecalis mit dem Primerpaar EF1/2 
mit einer erwarteten Fragnmentgröße von 285bp (NCBI-Primer tool). Alle hier 
dargestellten amplifizierten PCR-Produkte (2-6) wurden mit dem Primerpaar EF1/2 
durchgeführt.1 und 7:Größenmarker; 2 und 3: amplifiziertes PCR-Produkt für die 
DNA des Enterococcus faecalis mit einer Fragmentgröße von 285bp; 4: 
Actinomyces naeslunsii-DNA; 5: Fusobacterium nucleatum-DNA; 6: Wasserkontrolle  
 
Das EF1/2-Primerpaar erfüllte die definierten Kriterien nicht und wurde somit nicht 
zur Auswertung verwendet. Daher wurde für diese Arbeit ein neues spezifischeres 
Primerpaar für den Nachweis von Enterococcus faecalis mit Hilfe des NCBI-Primer 
tools gesucht. Dazu wurden primär drei verschiedene Enterococcus faecalis 
Primerpaare neu ausgewählt und auf Kreuzreaktionen mit der DNA von Actinomyces 
naeslundii und Fusobacterium nucleatum untersucht (Tabelle 8). 
 
Tabelle 8 Enterococcus faecalis spezifische 









Die Computeranalyse ergab für die von dem NCBI Primer tool untersuchten Primer 
keinerlei Kreuzreaktionen mit den anderen Bakterien. Das EF-P4 Primerpaar 
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(forward und reverse) wurde für alle weiteren PCR-Läufe für die quantitative 
Auswertung der Keime ausgewählt und hinsichtlich seiner Spezifität überprüft.  
 
 
6.2.2.4. Spezifitätsuntersuchung des neuen EF-P4-Primerpaares 
 
Abbildung 10a zeigt die Fluoreszenzkurvenanalyse für das EF-P4-Primerpaar und 
Abbildung 10b die dazugehörige Schmelzkurvenanalyse. Die Analyse zeigt, dass 
dieses Primerpaar (EF-P4) die DNA von Enterococcus faecalis in einem DNA-
Gemisch aus allen drei Bakterien (Enterococcus faecalis, Actinomyces naeslundii 
und Fusobacterium nucleatum) spezifisch erkennt (Abb. 10a, b, braune Kurve). Bei 
einem DNA-Gemisch bestehend jedoch nur aus der DNA des Fusobacterium 
nucleatum und des Actinoymyces naeslundii wird ein Signal detektiert, das sich 
außerhalb der definierten Standardreihe befindet (Abb.10a,b, lila-Kurve). 
Das hier verwendete Primerpaar EF-P4 erkennt spezifisch die DNA des 




Fluoreszenzkurvenanalyse für den Enterococcus faecalis-
Primer (EF-P4 forward/reverse) untersucht mit der DNA des 
Enterococcus faecalis, Actionomyces naeslundii und 
Fusobacterium nucleatum  
 
Die blauen Kurven zeigen das Fluoreszenzsignal für den Enterococcus faecalis in 
einer Konzentration von 7ng/µl und 0,7ng/µl. Die braune Kurve ist ein DNA-Gemisch 
aus Enterococcus faecalis, Fusobacterium nucleatum und Actinomyces naeslundii. Es 
erscheint ein sehr frühes Floureszenzsignal, bei Zyklus 12. Die Lila-Kurve ist ein DNA-
Gemisch aus Actinomyces naeslundii und Fusobacterium nucleatum.  
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Abbildung 10b Schmelzkurvenanalyse (zur Abb.10a) des Enterococcus 
faecalis-Primerpaares (EF-P4) untersucht mit der DNA des 
Enterococcus faecalis, Actinomyces naeslundii und des 
Fusobacterium nucleatum.  
 
Die blauen Kurven geben das Fluoreszenzsignal für den Enterococcus faecalis an. Die 
Spezifische Schmelztemperatur liegt bei 89,7°C. Die braune Kurve, ein DNA-Gemisch 
aus Enterococcus faecalis, Fusobacterium nucleatum und Actinomyces naeslundii 
erscheint bei dem Schmelzpunkt vom Enterococcus faecalis. Die Lila-Kurve, ein DNA-
Gemisch aus Actinomyces naeslundii und Fusobacterium nucleatum liegt weit außerhalb 
des Schmelzpunktes für den Enterococcus faecalis. 
 
Für die Spezifitätsversuche wurde zur Bestätigung der Ergebnisse die Gel-
Elektrophorese durchgeführt . Abbildung 10c zeigt in Spalte 2 und 3 die amplifizierten 
PCR-Produkte für die DNA des Enterococcus faecalis, mit dem Primerpaar EF-P4.  
Die Fragmentgröße von 480bp stimmt mit den Vorgaben vom NCBI-Primer tool 
überein. Die DNA des Actinomyces naeslundii (Spalte 4) und die DNA des 
Fusobacterium nucleatum (Spalte 5) konnte mit dem Primerpaar EF-P4 nicht 
amplifiziert werden. Spalte 6 zeigt die Wasserkontrolle. Das Primerpaar EF-P4 










Abbildung 10c Gelelektrophoretische Darstellung der Fragmentgröße der 
amplifizierten PCR-Produkte für den Enterococcus faecalis 
mit dem Primerpaar EF-P4 
 
 
Spezifitätsnachweis der DNA des Enterococcus faecalis mit dem Primerpaar 
EFP4f/r mit einer erwarteten Fragmentgröße von 480bp (NCBI-Primer tool). Alle hier 
dargestellten amplifizierten PCR-Produkte (2-6) wurden mit dem Primerpaar EF-P4 
durchgeführt.1 und 7:Größenmarker; 2 und 3: amplifiziertes PCR-Produkt für die 
DNA des Enterococcus faecalis mit einer Fragmentgröße von 480bp; 4: 
Actinomyces naeslundii-DNA; 5: Fusobacterium nucleatum-DNA; 6: Wasserkontrolle  




6.3. LIVE/DEAD- Färbungen  
 
Mit Hilfe von LIVE/DEAD-Färbungen kann man sowohl lebende (grün) als auch tote 
(rot) Bakterien im Biofilm unterscheiden. Dazu wurden 72 Stunden alte Biofilme 
hergestellt und nach LIVE/DEAD-Färbung beurteilt. Eine Beurteilung von 10 
unabhängig gewachsenen Biofilmen ergab, dass im Median 49,5% (range: 46% – 
53%) der Bakterien im Biofilm lebend waren. Abbildung 11 zeigt exemplarisch eine 
Fluoreszenzaufnahme (dreidimensional) eines Biofilmes mit gefärbten lebenden 
Bakterienzellen (grün) und gefärbten toten Bakterienzellen (rot).  
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Abbildung 11 Dreidimensionale Fluoreszenzaufnahme einer Live/Dead 
Färbung eines in-vitro gewachsenen Biofilmes 
 
 
Exemplarische dreidimensionale Darstellung eines auf Permanox-Objektträgern 
gewachsenen Biofilmes. Diese dreidimensionale Darstellung erfolgte aus 10 
Einzelaufnahmen aus unterschiedlichen Ebenen des Biofilmes. 
Grün zeigt die lebendigen Bakterienzellen (Farbstoff SYTO 9), rot zeigt die toten 




6.4. Bakterienwachstum im polymikrobiellen Biofilm 
 
6.4.1. Künstliches Speichelmedium 
 
Als Maß für das Wachstum im Biofilm wurde die Zu/Abnahme der DNA-Menge der 
einzelnen Bakterien im Zeitverlauf mit Hilfe der real-time PCR bestimmt. Alle drei 
untersuchten Bakterienstämme, Enterococcus faecalis, Fusobacterium nucleatum 
und Actinomyces naeslundii sind in einem Biofilm adhärent gewachsen (Abb. 12, 13) 
und zeigten tendenziell ein, mit der Kulturdauer zunehmendes Wachstum, dargestellt 
als zunehmende DNA-Konzentration. Während der Kulturdauer von 72h wuchs 
Enterococcus faecalis von 0,8 ng/µl (12 h) auf 5,3 ng/µl, Actinomyces naeslundii von 
1,2 ng/µl auf 14,2 ng/µl und Fusobacterium nucleatum von 0,09 ng/µl auf 0,4 ng/µl 
(Abb. 12,13).  
Die Wachstumssteigerung von Actinomyces naeslundii zwischen aufeinander 
folgenden Messzeiten war von Beginn an signifikant, Enterococcus faecalis und 
Fusobacterium nucleatum wuchsen ab dem 24h Messpunkt signifikant (Tab. 9). Mit 
Ausnahme der DNA-Konzentrationen von Enterococcus faecalis gegen Actinomyces 
naeslundii zum Zeitpunkt 12h waren die DNA-Konzentrationen aller anderen 





Abbildung 12 Bakterienwachstum der drei in dieser Arbeit verwendeten 
Bakterien (Enterococcus faecalis, Actinomyces naeslundii, 
Fusobacterium nucleatum) zu vier verschiedenen 
Kulturzeitpunkten. 
Kulturdauer [h]


























Die Bakterien zeigten tendenziell ein, mit der Kulturdauer zunehmendes Wachstum. 
Die Fusobacterium nucleatum Daten sind mit veränderter Ordinatenskalierung in 
der folgenden Abbildung 13 wiederholt dargestellt.  
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Abbildung 13 Wiederholende Darstellung der Fusobacterium nucleatum 
Daten aus Abb.12 mit veränderter Ordinatenskalierung. 
Kulturdauer [h]










































Tabelle 10 Signifikanzwerte bezogen auf die 
Bakterien pro Kulturdauer. 
Kulturdauer EF:AN EF:FN AN:FN 
12h ns 0,002 0,002 
24h 0,004 0,002 0,002 
48h 0,004 0,002 0,002 
72h 0,041 0,002 0,002 
EF= Enterococcus faecalis, AN= Actinomyces naeslundii, 




Tabelle 9 Signifikanzwerte der Kulturzeiten gegeneinander.  






































   
EF= Enterococcus faecalis, AN= Actinomyces naeslundii, 




Der Versuchsaufbau des Biofilmmodelles mit BHI-Medium wurde ebenfalls mit der 
quantitativen real-time PCR ausgewertet. Hier ergaben sich jedoch Werte, die 
außerhalb des Standards lagen. Mit der Schmelzkurvenanalyse konnte man 
nachweisen, dass die amplifizierten PCR-Produkte unspezifische Schmelzpunkte 
aufwiesen. Sie unterschieden sich um mehr als 5°C von den spezifischen 
Schmelzpunkten der jeweiligen Bakterien. Dies zeigt, dass eine Biofilmbildung mit 
dem BHI-Medium nicht erfolgt ist. Zwischen diesen Bakterien fand somit vermutlich 
keine Co-Aggregationen und Co-Adhäsionen statt und ein Großteil der Keime wurde 
in den Waschvorgängen weggewaschen. 
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Eine Literaturstelle besagt, dass die Physiologie einer planktonisch existierenden 
Bakterienart grundsätzlich verschieden ist zu der entsprechenden Mikrobie in einem 
Biofilm [53]. Nimmt man jedoch in Betracht, dass Monoinfektionen in der freien Natur 
so gut wie gar nie auftreten, erklärt das die Meinung einiger Autoren, die besagen, 
dass die Verwendung von planktonischen Bakterienkulturen für Versuche mit 
antimikrobiellen Substanzen zwar positive Ergebnisse liefern, jedoch nicht mit den 
klinischen Ergebnissen korrelieren können [168,236]. Das Verhalten von Bakterien ist 
in großem Maße unterschiedlich zu dem der planktonischen Artgenossen und dies 
sollte in in-vitro Versuchen in Betracht gezogen werden [250]. Im Vergleich zu 
planktonischen Zellen sind Biofilme bis zu 1000-fach resistenter gegen Phagozytose, 
Antikörper und zahlreiche Antibiotika [53,54,178]. Ein vorher avirulenter 
Krankheitserreger kann, in einem Biofilm existierend, in einen virulenten 
umgewandelt werden, oder ein ursprünglich antibiotikasensitives Bakterium ist 
plötzlich antibiotkaresistent [178]. Planktonisch kultivierte Bakterien, wie 
Enterococcus faecalis und andere grampositive Organismen (Lactobacillus pracasei, 
Streptococcus gordonii, Olsnella uli) wiesen eine ähnlich hohe alkalische Toleranz 
auf. Dagegen wurde das Wachstum von Streptococcus sanguis, Streptococcus oralis 
und Fusobacterium nucleatum durch die alkalische Belastung deutlich geschwächt. 
Dieser Unterschied in der alkalischen Toleranz der sieben getesteten Bakterienarten 
trat nicht auf, wenn sie in Biofilmen getestet wurden. Sie wiesen dann alle eine 
ähnlich hohe alkalische Toleranz auf [42]. Diese Ergebnisse bewiesen nicht nur, dass 
sich in Wurzelkanälen vorkommende Bakterien an alkalische Bedingungen anpassen 
können, sondern liefert auch weitere Bestätigung für die höhere Resistenz gegen 
Umwelteinflüsse von Biofilmbakterien, im Vergleich zu planktonisch wachsenden 
Bakterien [41]. Dieses Wissen, zusammen mit der Tatsache, dass Monoinfektionen 
in der freien Natur sehr selten sind, war der Grund für die Etablierung eines in-vitro 





Diskussion der Bakterien 
 
Das Ziel dieser Studie war ein in-vitro Biofilmmodell, bestehend aus drei 
verschiedenen Bakterienstämmen, zu etablieren. Heutzutage wissen wir, dass nicht 
alle Krankheiten durch die Wirkung eines einzelnen pathogenen Keimes 
hervorgerufen werden. Das trifft speziell auf die Mundhöhle zu, in der alle bakteriellen 
Erkrankungen durch mehr als einen Erreger hervorgerufen werden. Frühere Studien 
des dentalen Biofilmes beschäftigten sich hauptsächlich mit der Kultivierung von 
Streptokokken [63,67,102]. Dies beruhte auf vorhergehende Kultivierungsstudien, die 
bewiesen, dass genau diese Bakteriengruppe in der initialen Phase der 
Biofilmbildung auf Zähnen vorrangig sind [137,167]. In dieser Arbeit wurde als einer 
der Bakterienstämme Actinomyces naeslundii ausgewählt. Actinomyces naeslundii 
gehört zu den ersten Besiedlern der oralen Oberflächen und können bis zu 27% der 
Pionierbakterien ausmachen [124,137,167]. Li [137] und Marsh [151] beschrieben 
Actinomyces naeslundii als wichtigen Frühbesiedler des oralen Biofilmes. Nyvad et 
al. [167] bestätigten Actinomyces naeslundii als einen Pionierkeim bei der 
Entstehung des oralen Biofilmes, ein Bakterium, das sich gut an stark verändernde 
Bedingungen anpassen kann. Die Actinomyces-Art gewinnt während der Reifung des 
Biofilmes an Bedeutung. Dies scheint, nach einigen Autoren, auf Kosten der 
Streptokokken zu geschehen [188,215,231]. Bekannt ist, dass alle Frühbesiedler des 
oralen Biofilmes Co-aggregation mit Streptokokken und/oder Actinomyces naeslundii 
eingehen, den zwei Zelltypen, die mehr als 90% der lebensfähigen Mikroorganismen 
des initialen Biofilmes ausmachen [109]. Weiterhin weist Actinomyces naeslundii 
Polymorphismus auf. In der initialen Phase der Biofilmbildung dominiert die kokkoide 
Form, wogegen die stäbchen- und fadenförmigen Actinomyceten nach 24-48 
Stunden der Biofilmbildung vorrangig sind [165].  
 
Auch Fusobacterium nucleatum spielt eine zentrale Rolle in der oralen 
Biofilmbildung, co-aggregiert jedoch nur mit ausgewählten Partnern [128]. In der 
vorliegenden Studie fiel die Auswahl auf diese Bakterienart, da Fusobacterium 
nucleatum das häufigste gram-negative Bakterium ist, das auch in gesunden 
Regionen der Mundhöhle vorgefunden wird [127]. Seine Anzahl steigt jedoch in 
parodontal erkrankten Zahnfleischtaschen an [158]. Außerdem wird Fusobacterium 
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nucleatum als ein Brückenbakterium zwischen Früh- und Spätbesiedlern angesehen, 
da Frühbesiedler zwar ausgiebig untereinander und mit Fusobacterium nucleatum 
co-aggregieren, jedoch nicht mit Spätbesiedlern. Diese gehen dagegen 
Verbindungen mit Fusobacterium nucleatum ein [128]. Socranscy et al. beschrieben, 
das Fusobacterium nucleatum immer dann auftritt, wenn Treponema denticola und 
Porphyromonas gingivalis anwesend sind [214]. Dies lässt darauf schließen, dass 
Fusobacterium nucleatum zeitlich vor den beiden anderen Bakterienstämmen auftritt 
und für die Kolonisation von manchen Bakterienarten sogar von Notwendigkeit sein 
kann [127]. Bradshaw et al. bewiesen schon in ihrer Studie 1998, dass 
Fusobacterium nucleatum als Brückenbakterium zwischen sonst nicht co-
aggregierenden Bakterien dienen kann und auf diese Weise die Möglichkeit besitzt 
drei Bakterienarten-Aggregate zu bilden [23]. 
 
In der vorliegenden Studie wurde für die Etablierung des Biofilmmodelles als dritter 
Bakterienstamm Enterococcus faecalis ausgewählt. Enterococcus faecalis hat in 
vielen Studien seine wichtige Rolle in persistierenden endodontischen Infektionen 
bewiesen [132,159,162,226]. Denselben Autoren zufolge besitzt dieses Bakterium 
über besondere Strategien, Biofilme zu bilden. Nach Kristich et al., die durch 
unabhängige experimentelle Ansätze die Biofilmbildung mit Enterococcus faecalis 
untersuchten, bildet dieses Bakterium robuste Biofilme, dessen Entwicklung sich an 
das vorherrschende Ökosystem anpasst [132]. Die Pathogenität von Enterococcus 
faecalis wird durch die Adhäsion des Bakteriums an die Dentinoberfläche 
determiniert [132,162,192]. Dies wird ermöglicht durch potentielle Virulenzfaktoren, 
wie das „Collagen-Binding-Protein“ und das „Serine-Protein [117]. Die genetischen 
Bestimmungsfaktoren der Biofilmbildung durch Enterococcus faecalis sind noch nicht 
wirklich bekannt, man weiß jedoch, dass die Biofilmbildung durch die 
ausgeschiedene Metalloproteine, Ge1E, gefördert wird. Distel et al. stellten in ihrer 
Studie die Hypothese auf, dass die bekannte Persistenz von Enterococcus faecalis 
gegen gängige antiseptische Mittel, auf deren Fähigkeit beruht, Biofilme zu bilden 
[68]. Die Autoren gaben an, dass nach einer Inkubatonszeit von 160 Tagen lebende 
Kolonien von Enterococcus faecalis in der für Biofilm typischen pilzform auftraten.  
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass es in der vorliegenden Studie gelang, 
mit den drei ausgewählten Bakterienstämmen, Actinomyces naeslundii, 
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Diskussion der Methode 
 
Um einen therapeutischen Erfolg bei der Eliminierung der bakteriellen 
dreidimensionalen Biofilmstuktur in-vivo zu erreichen, müssen die Wirkung 
antiseptischer Agenzien auch auf Biofilme untersucht werden. Hierfür ist die 
Etablierung eines Biofilmmodelles in-vitro essentiell, da antimikrobielle Substanzen 
auf planktonisch kultivierte Bakterien anders und häufig effektiver wirken als auf 
adhärent, in einem Biofilm gewachsene Bakterien. Durch Ausbildung einer 
miteinander kommunizierenden Gemeinschaft (QS), ändern die im Biofilm kultivierten 
Bakterien, verglichen zu planktonisch kultivierten Bakterien, ihre geno- und 
phänotypischen Profile [97]. Dadurch weisen diese Bakterien eine erhöhte Resistenz 
gegenüber antimikrobielle Substanzen auf [94]. Zahlreiche Versuche erproben die 
Wirkung unterschiedlicher antimikrobieller Agenzien auf planktonisch kultivierte 
Bakterien in-vitro mit Erfolg, die jedoch klinisch nicht die gleichen therapeutischen 
Ergebnisse erzielen [57,168]. Wimpenny et al. [253] stellten in den 90er Jahren eine 
Modellhierarchie für die Forschung an Bakterien auf, in der die einfachste Form der 
mikrobiellen Forschung Schüttelkulturen mit planktonischer Lebensform darstellten. 
Realitätsgetreuer sind jedoch Studien mit mehreren integrierten Bakterienstämmen, 
durch welche ermöglicht wird, in-vitro ein Ökosystem entstehen zu lassen. In-vivo 
Untersuchungen werden an lebenden Organismen durchgeführt, aus ethischen 
Gründen ist jedoch der Handlungsspielraum eingeschränkt. Außerdem ist die 
Reproduzierbarkeit und Wiederholbarkeit des Versuchsaufbaues, verglichen zu in-
vitro Versuchen, nicht gegeben, da am lebenden Organismus deutliche individuelle 
Unterschiede vorliegen. In-vitro herrschen standardisierte Bedingungen, die 
vorhandenen Untersuchungsparameter sind bekannt und können je nach 
Fragestellung entsprechend einfach modifiziert werden [68,252]. Die Möglichkeit der 
Reproduzierbarkeit und Wiederholbarkeit von in-vitro Versuchen erlaubt die 
gewonnen Ergebnisse objektiv auszuwerten und zu beurteilen.  
In der vorliegenden Arbeit wurde eine Methode erarbeitet, in-vitro einen Biofilm 
herzustellen. Es gibt nach Coeyne et al. zwei mögliche Modellsysteme für in-vitro 
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Biofilm-Testverfahren. Zum einen ein geschlossenes System („microtiterplate based 
biofilm model“-MTP), in dem der Biofilm unter statischen Bedingungen wächst, zum 
anderen ein Durchflusssystem (flow displacement biofilm model“) in dem ein 
kontinuierlicher Austausch zwischen verbrauchtem und frischen Medium und 
Nährstoffen stattfindet [46]. Dynamische Biofilmmodelle eignen sich gut für die 
Erforschung des bakteriellen Zusammenspiels der in einem Biofilm lebenden 
Bakterien und das Verständnis über Quorum sensing-Mechanismen [126]. Der 
Vorteil von dynamischen Biofilmmodellen ist, dass die Scherbewegungen, die in der 
Mundhöhle durch die Speichelfließrate herrschen, in-vitro, simuliert werden können. 
Diese Scherbewegungen stellen einen der erforderlichen Parameter zu 
Biofilmentstehung dar. Guggenheim et al. beschreiben jedoch wiederum Nachteile in 
der Anwendung von Durchflusssystemen [97]. Die Laborarbeiten sind intensiver und 
die experimentelle Variabilität eingeschränkt. Für diese Modelle ist außerdem eine 
spezielle Ausstattung notwendig und die Erstellung eines solchen Systems ist häufig 
sehr aufwändig [97]. Des Weiteren wachsen mehrere Biofilme gemeinsam in einem 
500-1000ml Reaktorgefäß, das für die Untersuchung verschiedener antimikrobieller 
Substanzen ungünstig ist. So kann pro Versuch nur eine antimikrobielle Substanz 
untersucht werden. 
Statische Biofilmmodelle haben keinen kontinuierlichen Durchfluss mit einer 
bestimmten Fließrate, jedoch ermöglicht die statische Biofilmforschung eine höhere 
experimentelle Durchsatzrate. Mit statischen Biofilmmodellen können ohne größeren 
Arbeitsaufwand in einem Versuchsaufbau mehrere unterschiedliche Parameter 
getestet werden [97]. 
Das geschlossene Modellsystem gleicht nach Coeyne et al. eher in-vivo 
Bedingungen als das Durchflusssystem [46]. Periasamy et al. verglichen in ihrer 
Studie die Biofilmbildung von ein, zwei oder drei Bakterienarten unter statischen und 
dynamischen Bedingungen. In ihren Ergebnissen erzielte das statische Biofilmmodell 
eine bessere Biofilmbildung als das dynamische Modell [173]. Die vorliegende Studie 
sollte die Möglichkeit bieten, in zukünftigen Studien die Wirkung der antimikrobiellen 
Photodynamischen Therapie an Biofilmen zu untersuchen, wofür ein statisches 
Biofilmmodell besser geeignet ist als ein dynamisches Modell. Das Hauptziel der 
Arbeit war, dass die ausgewählten Bakterien einen Biofilm bilden, eingebettet in einer 
extrazellulären polymeren Matrix, durch die Bakterien miteinander kommunizieren 
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und durch Quorum sensing Signale ihre geno- und phänotypischen Eigenschaften 
ändern.  
In dem Biofilmmodell der vorliegenden Arbeit wurde alle 24 Stunden das 
Kultivierungsmedium (künstliches Speichelmedium) gewechselt. Durch die frische 
Mediumzugabe war den Bakterien eine Zufuhr neuer Nährstoffe gewährleistet. Das 
verbrauchte Medium und nicht adhärente oder tote, am Wellplattenboden liegende 
Zellen wurden durch den jeweils zweimaligen Waschvorgang entfernt.  
Der Biofilm in der vorliegenden Studie wurde auf 96- Well-Mikrotiterpatten (tissue 
culture treated) kultiviert. Bevor die verwendeten Bakterien in die Wells pipettiert 
wurden, wurden die Wells mit künstlichem Speichelmedium für 30min 
vorkonditioniert, um einen Speichelfilm auf dem Wellplattenboden zu produzieren. 
Dieser Speichelfilm sollte die Pellikel, die sich innerhalb weniger Sekunden auf der 
Zahnoberfläche bildet, simulieren, um den Erstbesiedlern als Substrat für die initiale 
Adhäsion zu dienen. Diese Vorbehandlung mit dem Biofilmmedium beschreiben 
mehrere Autoren in ihren Versuchen [10,96,180]. Die Inkubationszeit für die 
Vorkonditionierung einer Oberfläche variiert von Studie zu Studie. Pratten et al. 
beschreiben in ihrem Modell ein Vorkonditionierung mit künstlichem Speichelmedium 
über einen Zeitraum von einer Minute [179,180]. Guggenheim et al. beschreiben eine 
Inkubationszeit von 4h um einen Speichelfilm zu bilden [97]. Arslan et al. 
beschreiben eine Vorbehandlung mit dem Biofilmwachstumsmedium von 30min [10]. 
In der hier vorliegenden Studie hat sich eine Vorkonditionierung von 30min mit 
künstlichem Speichelmedium bewährt.  
Die Bildung eines Biofilmes wurde in der vorliegenden Studie anhand zwei 
unterschiedlicher Medien untersucht, Brain-Heart-Broth-Medium (BHI-Medium) und 
künstliches Speichelmedium (KS-Medium). BHI-Medium ist ein nährstoffreiches 
Medium, dass sich für die Kultivierung vieler anspruchsvoller Mikroorganismen 
eignet, sowohl für Aerobier als auch für Anaerobier und Candida albicans. BHI-
Medium wird in vielen Biofilmstudien für die Biofilmbildung verwendet. Sena et al. 
untersuchten die antimikrobielle Wirkung von NaOCl und CHX auf Monospecies-
Biofilme, die mit BHI-Medium gewachsen sind [201]. Estrela et al. stellten ebenfalls 
einen Monospezies-Biofilm in Wurzelkanälen von extrahierten humanen Zähnen mit 
Enterococcus faecalis her [79]. Visualisierung des Biofilmes erfolgte mit dem 
Elektronenmikroskop, eine Quantifizierung fand nicht statt. Die Studie lieferte 
allerdings keine weiteren Ergebnisse über das Vorhandensein einer extrazellulären 
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Matrix oder einen prozentualen Anteil an lebenden Bakterien in dem Biofilm. In der 
hier beschriebenen Studie sollte zunächst BHI-Medium als Kultivierungsmedium für 
den Biofilm verwendet werden. Hierfür wurde das Medium einmal nach 
Herstellerangaben hergestellt und einmal zusätzlich mit Stickstoff begast, um den 
obligaten Anaerobiern das Überleben zu ermöglichen. Die Methode, das Medium 
sauerstofffrei herzustellen, wurde in der vorliegenden Arbeit entwickelt. In 
Vorversuchen wurde jedoch zunächst untersucht, in wie weit die Bakterien auf dem 
Wellplattenboden adhärieren. Sowohl das BHI-Medium mit, als auch ohne Sauerstoff 
zeigte bei visueller Betrachtung der Biofilmkultur, planktonisch frei bewegliche 
Bakterienklumpen,die nach einem Waschvorgang entfernt werden konnten. Nach 72 
Stunden Bakterienwachstum konnten mit einem Lichtmikroskop keine adhärenten 
Bakterien visualisiert werden. Die daraufhin durchgeführte quantitative real-time 
Polymerasenkettenreaktion bestätigte diese Ergebnisse. So stellte sich für die 
vorliegende Studie das BHI-Medium als nicht geeignetes Kultivierungsmedium 
heraus.  
Speichel spielt bei der Biofilmbildung in der Mundhöhle eine wesentliche Rolle. 
Mehrere Autoren geben an, dass Speichel einen bestimmenden Parameter für die 
Bakterienspezies und die Bakterienanzahl während der initialen Adhäsion darstellt 
[90,199]. Speichel ist an der Pellikelbildung auf der Zahnoberfläche beteiligt und 
dient als Substrat für die bakterielle Adhäsion. Die Interaktion der Bakterien mit 
Speichel modifiziert deren bakterielle Oberfläche [180]. In der Literatur beschreiben 
Autoren die Verwendung von Speichel als geeignetes Kultivierungsmedium für die 
Biofilmbildung in-vitro [96,97,180]. Speichel kann in Form von Spenderspeichel oder 
als künstliches Speichelmedium verwendet werden. Der Mensch produziert ca. 
1,5Liter Speichel pro Tag. In Studien, in denen humaner Speichel als 
Biofilmkultivierungsmedium verwendet wird, wird der Speichel häufig von mehreren 
unterschiedlichen Spendern gesammelt [173]. Es gestaltet sich sehr schwierig bei 
der Verwendung von humanem Speichel eine große Menge als Kultivierungsmedium 
bereitzustellen [202]. Weiterhin spricht gegen die Anwendung von humanem 
Speichel der hohe Gehalt an Mundhöhlenkeimen in den Speichelproben selbst. Die 
Anwendung von definierten Bakterienmischkulturen für Adhäsionsversuche wird 
dadurch nicht möglich. Ein weiteres Problem bei der Anwendung von humanem 
Speichel stellt auch die Zusammensetzung hinsichtlich Salzionen, Glykoproteinen 
und Immunglobulinen dar, die bei unterschiedlichen Spendern erheblich variieren 
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kann [169]. Für vergleichende Untersuchungen ist eine definierte Zusammensetzung 
der Kultivierungsmedien zu empfehlen [18,202]. Deswegen wurde in der 
vorliegenden Arbeit künstliches Speichelmedium als Kultivierungsmedium für die 
Biofilmbildung verwendet. Es wurde das künstliche Speichelmedium nach Pratten et 
al. hergestellt, da nach deren Ergebnissen dieses künstliche Speichelmedium dem 
humanen Speichel sehr ähnlich scheint und ein gutes Kultivierungsmedium für 
unterschiedliche Bakterienspezies darstellt [180]. Durch die Verwendung von 
Peptonen und Hefeextrakt stehen den Bakterien die notwendigen Aminosäureanteile 
zur Fermentierung zur Verfügung [122]. Muzin dient als Nährstoffquelle und als 
Speichelersatz hinsichtlich der Glykoproteinadsorption und der Pellikelbildung als 
konditionierender Oberflächenfilm [20,211,254]. Zusätzlich wurde in der vorliegenden 
Arbeit das Medium mit 1g/l Saccharose modifiziert. Das künstliche Speichelmedium 
stellte sich in der vorliegenden Arbeit als geeignetes Kultivierungsmedium für die 
Biofilmbildung der drei ausgewählten Bakterienarten heraus. Die Herstellung des 
Mediums wurde in der vorliegenden Arbeit durch die Begasung mit Stickstoff 




Diskussion der Ergebnisse 
 
Quantifizierung und Visualisierung  
 
Für die qualitative und quantitative Auswertung der in einem Biofilm gewachsenen 
Bakterienarten gibt es verschiedene Möglichkeiten. Eine klassische Methode stellt 
der Nachweis mittels Selektivagarplatten dar. So beschreiben Guggenheim et al. die 
quantitative Auswertung der in einem Biofilm gewachsenen Bakterien durch 
Anwendung von Kulturtechniken [97]. Jedoch lassen sich einige Bakterienarten, wie 
obligate Anaerobier, nur schwierig mittels Selektivagarplatten quantifizieren und die 
Auswertung kann zu falschen Ergebnissen führen. Bei der Fluoreszenz-in-situ-
Hybridisierung erfolgt der Nachweis einzelner Bakterienspezies innerhalb von 
Biofilmen mittels speziesspezifischer Oligonukleotide [246]. Durch gezielte Anfärbung 
können verschiedene Bakterienarten visualisiert werden und ihr prozentualer Anteil 
zur Gesamtpopulation mit einer Computersoftware ausgewertet werden. Bei 
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größerem Untersuchungsmaterial ist die FISH-Technik wegen erhöhtem Zeitaufwand 
bei der visuellen mikroskopischen Auswertung weniger geeignet. Hier ist die 
quantitative real-time Polymerasenkettenreaktion als Auswertungsverfahren 
vorzuziehen [181]. Mit dieser Methode ist die Identifizierung von Mikroorganismen 
und ihre speziesspezifische Detektion möglich. Bei Kenntnis und Anwendung der 
spezifischen Primerpaare zu den ausgewählten Bakterienarten, stellt diese Methode 
ein einfaches und reproduzierbares Nachweisverfahren dar. In der vorliegenden 
Studie erfolgte die quantitative Auswertung mittels quantitativer real-time 
Polymerasenkettenreaktion. Hierbei ist die Auswahl von spezifischen Primerpaaren 
und der Auschluss von Kreuzreaktionen essentiell. Das in dieser Arbeit zunächst 
untersuchte Primerpaar EF1/2 war in der Studie von Denotti et al. spezifisch für den 
Enterococcus faecalis bei Bildung eines Monospezies-Biofilmes [61]. In der 
vorliegenden Studie stellte sich jedoch heraus, dass das Primerpaar EF1/2 nicht 
speziesspezifisch für Enterococcus faecalis war. Es ging Kreuzreaktionen sowohl mit 
der DNA des Actinomyces naeslundii als auch mit der DNA des Fusobacterium 
nucleatum ein. Dies hätte bei Anwendung des EF1/2 Primerpaares in der 
vorliegenden Studie zu falsch positiven Ergebnissen geführt. Deswegen wurde mit 
Hilfe des NCBI-Primer tools ein spezifischer Primer für den Enterococcus faecalis 
gesucht und auf Kreuzreaktionen mit den anderen beiden Bakterienarten untersucht. 
Auf diese Weise konnten in dieser Arbeit spezifische Primerpaare ausgewählt 
werden, die die einzelnen Bakterienarten unterscheiden können. 
Die quantitative real-time Polymerasenkettenreaktion hat jedoch den Nachteil, dass 
sowohl lebende Bakterienzellen als auch Bakterien mit zerstörter Zellmembran 
quantifiziert werden. Biofilmforscher setzen hierfür die Vitalitätsfärbung (LIVE/DEAD-
Färbung) ein, um einen prozentualen Anteil an lebendigen und toten Bakterienzellen 
zu erhalten [96,265]. Zaura und ten Cate untersuchten die Vitalität von Biofilmen vor 
und nach der Behandlung mit 0,2%igem CHX [265]. In ihren Ergebnissen zeigt ein 
48 Stunden kultivierter Biofilm eine Vitalität von ca. 60% auf. Sanchez et al. 
beschrieben in ihren in-vitro kultivierten Biofilmen nach 72 Stunden eine homogene 
Verteilung von lebenden Zellen mit einer durchschnittlichen Vitalität von 60,7% [195]. 
In der vorliegenden Arbeit waren nach einer 72-stündigen Kultivierungszeit im 
Median 49,5% (range: 46% – 53%) der Bakterien im Biofilm lebend. Eine gängige 
Methode zur Visualisierung unterschiedlicher Fluoreszenzfärbungen eines Biofilmes 
ist die Anwendung der Mehrkanal-3D-Fluoreszenzmikroskopie. Hierbei kann die 
 83 
dreidimensionale Biofilmstruktur in verschieden Schichten untersucht werden. Durch 
Anwendung unterschiedlicher Fluoreszenzfarbstoffe, wie bspw. Fitc, Ethidiumbromid, 
Propidiumjodid, Syto-Farbstoffe oder Concanavalin A, können verschiedene 
Mechanismen und Strukturen in einem Biofilm dargestellt werden. Dabei ist darauf zu 
achten, dass die Farbstoffe die komplette Bakterienpopulation anfärbt, die Farbstoffe 
müssen durch die Biofilmstruktur penetrieren. Weiterhin beschreiben Zaura und ten 
Cate, dass die Visualisierung unmittelbar nach der Inkubationszeit der 
Fluoreszenzfarbstoffe (bis zu 15 min) erfolgen muss, da der Farbstoff nicht für 
längere Zeit in den Zellen zurückbehalten wird [265]. In der vorliegenden Arbeit 
erfolgte die Visulisierung unmittelbar nach der Inkubationszeit der 
Fluoreszenzfarbstoffe. 
Die extrazelluläre polymere Substanz (EPS) stellt das Grundgerüst eines Biofilmes 
dar. Sie macht 50-90% der gesamten Biofilmmasse aus [69,82]. Die EPS setzt sich 
aus Polysacchariden, Proteinen, Lipiden, und Nukleinsäuren zusammen. Sie formt 
den Raum zwischen Mikroorganismen aus und hält sie in ihrer dreidimensionalen 
Struktur zusammen [51,82,229]. Die EPS dient der Kommunikation einer bakteriellen 
Gemeinschaft, gewährt den Schutz vor mechanischen und chemischen Einflüssen 
und begünstigt den Austausch von Genen in einer bakteriellen Gemeinschaft. Um in-
vitro hergestellte bakterielle Mischkulturen als Biofilme definieren zu können, sollte 
ihre extrapolymere Substanz nachgewiesen werden. Durch eine selektive Anfärbung 
von Polysacchariden oder Glykoproteinen mit verschiedenen histochemischen 
Farbstoffen (Alcainblau, Kongorot, Fluorochrom, Calcofluor White, Concanavalin A) 
kann die EPS mit einem Fluoreszenzmikroskop visualisiert werden. 
Der in der vorliegenden Arbeit verwendete Fluoreszenzfarbstoff, ConA, ist ein 
fluoreszenzmarkiertes Lektin, dass spezifisch an Zuckermoleküle bindet und den 
Nachweis für N-Acetylglucosamine liefert [163]. Die extrazelluläre polymere Substanz 
konnte in der vorliegenden Studie erfolgreich nachgewiesen werden. Die Darstellung 
der EPS zeigt eine in mehreren Schichten homogene Verteilung der EPS. Jedoch 
bedeckt die Matrix nicht die komplette Biofilmstruktur des Biofilmes. Sporadisch 
auftauchende Unterbrechungen der EPS im Biofilm könnten aufgrund der partiellen 
Austrocknung des Biofilmes nach der Fluoreszenzfärbung oder durch Einreißen der 
Biofilmstruktur während der Waschvorgänge an diesen Stellen entstanden sein. Eine 
weitere Überlegung ist, dass nur ein Fluoreszenzfarbstoff für die Visualisierung der 
EPS verwendet wurde. Die gleichzeitige Anwendung mehrerer verschiedener 
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Farbstoffe ist für zukünftige Untersuchungen zu überlegen, da somit eine selektive 





Innerhalb weniger Sekunden bildet sich auf der Schmelzoberfläche die Pellikel aus, 
die als Substrat für die Adhäsion initialer bakterieller Frühbesiedler dient. Die dentale 
Pellikel wird zunächst von Streptokokken besiedelt. Nyvad et al. fand in seinen 
Untersuchungen heraus, dass 60-90% der kultivierbaren Bakterien nach 4 Stunden 
Biofilmbildung aus Streptokokken besteht, wie Streptococcus mitis, Streptococcus 
sanguinis und Streptococcus oralis [166]. Der initiale Biofilm besteht hauptsächlich 
aus Streptokokken und kurzen Stäbchen [187]. Nach 24h Biofilmwachstum enthält 
der Biofilm mehrere unterschiedliche Bakterienarten die miteinander co-aggregieren 
und komplexe Strukturen ausbilden.  
Bei der Durchführung von in-vitro Versuchen entscheidet sich die Auswahl der 
Inkubationszeiten für die Biofilmbildung je nach verwendetem Modell und 
Fragestellung. Gilbert et al. unterscheiden in-vitro Studien in replikative und 
investigative Modelle. Die replikativen Modelle stellen die naturgetreue Variante dar, 
das heißt die Forschung an ausgereiften, komplexen Biofilmen [93]. Dies stellen 
hauptsächlich in-vivo oder in-situ-Versuche dar. Bei in-vivo Testverfahren wird 
beispielsweise der Biofilm aus der Mundhöhle von Probanden entnommen und 
untersucht. Hierbei besteht jedoch die Gefahr der Zerstörung des Biofilmes während 
des Ablösens. Bei in-situ Modellen werden geeignete Trägersysteme zur 
Biofilmforschung eingesetzt. Forscher züchten hierbei Biofilme auf speziellen 
Trägersystemen, die in der Mundhöhle angebracht werden. Durch die einfache 
Möglichkeit der Abnahme dieser Trägersysteme lassen sich die Biofilme im 
unversehrten Zustand untersuchen. Für replikative Modellsysteme wird eine lange 
Inkubationszeit empfohlen, über Tage bis Wochen, da hier die Generierung reifer 
Biofilme im Vordergrund steht. Bei investigativen Biofilmmodellen konzentriert sich 
die Forschung auf die Beeinflussung bestimmter Parameter auf Form und Struktur 
des Biofilmes. Dabei werden die natürlichen Gegebenheiten vereinfacht dargestellt. 
Anders als bei replikativen Modellen werden hier kurze Inkubationszeiten von 
Minuten [32] bis zu 2-3 Tagen empfohlen [110,135]. 
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In der vorliegenden Studie sollte die Biofilmbildung bzw. das Bakterienwachstum zu 
vier verschiedenen Zeitpunkten und dabei das Wachstumsverhalten der drei 
ausgewählten Bakterien untersucht werden. Es wurde das Wachstum nach 12, 24, 
48 und 72 Stunden Inkubationszeit untersucht. Je nach Untersuchungsziel wählen 
Biofilmforscher unterschiedliche Inkubationszeitpunkte des Biofilmes aus. Wird die 
initiale Adhäsion verschiedener Bakterienspezies auf Oberflächen untersucht, 
werden Inkubationszeiten von 1 bis 4 Stunden untersucht bis hin zu 12 Stunden. So 
wiesen Xie et al. in ihren Studien nach, dass Wachstum und Adhäsion nach 1-3 
Stunden einsetzt [258]. 
In der vorliegenden Studie ist nach einer Inkubationsdauer von 12 Stunden 
Actinomyces naeslundii signifikant gewachsen. Dies bestätigt die Ergebnisse vieler 
Autoren, die Actinomyces naeslundii als Frühbesiedler beschreiben [124,137,167]. 
Allerdings zeigen die Ergebnisse der vorliegenden Studie auch, dass Actinomyces 
naeslundii zu allen Zeitpunkten signifikant gewachsen. Dies beweist, dass 
Actinomyces naeslundii sowohl in der initialen Phase der Biofilmbildung 
überlebensfähig ist, als auch bei zunehmender Biofilmdichte die Wachstumsrate 
nicht einstellt. Actinomyces naeslundii ist sowohl in supra- als auch subgingivalen 
Biofilmen nachweisbar [259]. Streptokokken werden hauptsächlich in supragingvalen 
Biofilmen identifiziert [126]. Diese Tatsache und die Ergebnisse der vorliegenden 
Studie zeigen, dass Actinomyces naeslundii in mehreren Phasen der Biofilmbildung 
überlebensfähig ist, denn auch zu einem späteren Zeitpunkt war die Gesamtvitalität 
des Biofilmes nicht beeinträchtigt. 
Enterococcus faecalis ist eine Bakterienart, mit welcher zahlreiche Studien in 
planktonischer Kultivierungsform oder als Monospezies-Biofilm durchgeführt wurden. 
Vergleichende Studien mit Kultivierung polymikrobieller Biofilme unter Einbeziehung 
von Enterococcus faecalis sind zum heutigen Zeitpunkt selten. In der vorliegenden 
Studie konnte nach einer Inkubationsdauer von 12 Stunden eine dem Actinomyces 
naeslundii vergleichende Anzahl an Enterokokken festgestellt werden. Zwischen 12 
und 24 Stunden Inkubation stagniert das Wachstum des Enterococcus faecalis 
zunächst. In der inititalen Phase der Biofilmbildung, in der Mikroorganismen schwach 
und reversibel mit der speichelbenetzten Oberfläche Verbindungen eingehen, scheint 
Enterococcus faecalis beteiligt zu sein. Actinomyces naeslundii vermehrt sich jedoch 
nach 12 Stunden Inkubationsdauer aktiv und trägt hauptsächlich zur primären 
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Zunahme der Biofilmdichte bei. Enterococcus faecalis scheint sich zunächst an die 
Umgebungsbedingungen eines Biofilmes anpassen zu müssen. Denn nach einer 
Inkubationsdauer von 48 und 72 Stunden, zeigt Enterococcus faecalis erneut eine 
signifikante, stetig ansteigende Wachstumszunahme. Die Ergebnisse der 
vorliegenden Studie konnten eine Beteiligung von Enterococcus faecalis in Biofilmen 
bestätigen. In einem Biofilm existierend, hat Enterococcus faecalis die Möglichkeit, 
seine entwickelten Resistenzen gegen antimikrobielle Substanzen an weitere 
Bakterienarten zu übertragen [42]. Deswegen ist es sinnvoll, bei der Untersuchung 
antimikrobieller Substanzen auf Biofilme, Enterococcus faecalis als Biofilm-bildenden 
Mikroorganismus mit zu verwenden. 
Fusobacterium nucleatum ist verglichen zu Actinomyces naeslundii und 
Enterococcus faecalis zu allen Inkubationszeitpunkten nicht signifikant gewachsen. 
Durch den jeweils nach 24h Inkubation durchgeführten Waschvorgang wurde der 
Biofilm für wenige Minuten einer Sauerstoffzufuhr ausgesetzt. Hierdurch können 
gerade zu Beginn des Biofilmwachstums viele der obligaten Anaerobier 
weggewaschen worden sein. Diese benötigen eine sehr viel längere Inkubationszeit 
zum Wachsen und treten zu einem späteren Zeitpunkt in den Biofilm ein. Obligate 
Anaerobier können erst in einem Biofilm überleben und wachsen, wenn die 
Umweltbedingungen zunehmend anaerob werden. Bei zunehmender Biofilmdichte 
wird in tieferen Schichten der Biofilm zunehmend anaerob und lebensfähig für 
obligate Anaerobier. Dies bewiesen auch Periasamy et al. in ihrer Studie. Hierbei 
wurde die Biofilmbildung mit einer, zwei oder drei Bakterienarten untersucht [173]. 
Die auf Adhäerenz, Co-aggregation und Co-adhäsion getesteten Bakterienarten 
waren Aerobier, wie Streptococcus gordinii und Streptococcus oralis, fakultative 
Anaerobier, wie Actinomyces oris, und obligate Anaerobier, wie Fusobacterium 
nucleatum und Porphyromonas gingivalis. Die Studie wies nach, dass die 
ausgewählten obligaten Anaerobier keine Monospecies-Biofilme bilden konnten. Bei 
den Aerobiern und bei Actinomyces oris (fakultativer Anaerobier) konnten jedoch 
Adhärenz und Bakterienvermehrung in der Monospezies Biofilmbildung 
nachgewiesen werden. Weiterhin konnte nachgewiesen werden, dass die 
Kombination von Fusobacterium nucleatum und Streptococcus oralis zu keiner 
Biofilmbildung geführt hat. Es war nicht möglich mit einem Aerobier und einem 
obligaten Anaerobier einen Biofilm zu bilden. Erst die Hinzunahme eines fakultativen 
Anaerobiers (Actinomyces oris) hat die Biofilmbildung ermöglicht. Dies zeigt, dass für 
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eine Biofilmbildung fakultative Anaerobier notwendig sind. Durch deren 
Sauerstoffverbrauch werden anaerobe Bedingungen geschaffen und den obligaten 
Anaerobiern das Überleben ermöglicht [22]. In der vorliegenden Studie konnte nach 
einer Inkubationsdauer von 72 Stunden eine signifikante Wachstumszunahme von 
Fusobacterium nucleatum verglichen zu 12, 24, 48 Stunden Inkubation 
nachgewiesen werden. Dies beweist, das Fusobacterium nucleatum erst nach 72 
Stunden Inkubation in einem Biofilm zu wachsen beginnt, wenn die Bedingungen in 
der bakteriellen Gemeinschaft zunehmend anaerob werden. Eine längere 
Inkubationszeit als 72 Stunden für die Biofilmbildung mit Fusobacterium nucleatum 
ist zu empfehlen, um das Verhalten von Fusobacterium nucleatum in einem Biofilm 





Die Etablierung eines in-vitro Biofilmmodelles ist die Voraussetzung für die 
Untersuchung antimikrobieller Substanzen, denn Bakterien in planktonischer Form 
kommen in der Natur kaum vor. In der vorliegenden Studie konnte mit drei 
verschiedenen Bakterienstämmen eine in-vitro Biofilmbildung nachgewiesen werden. 
Die Bakterien sind zu allen Zeitpunkten gewachsen und der Nachweis der 
extrazellulären polymeren Substanz in dem Biofilm beweist die komplexe 
dreidimensionale mikrobielle Gemeinschaft. In zukünftigen Studien kann das 
Biofilmmodell durch Hinzunahme weiterer Bakterienarten oder verschiedener 
Materialoberflächen ausgebaut werden. Die Wirkung der antimikrobiellen 
photodynamischen Therapie auf Biofilme ist ein sehr vielversprechender 
Therapieansatz, der in zukünftigen Studien auf das Bioflmmodell untersucht werden 
kann, um somit auch Hinweise zu bekommen, ob beispielsweise die EPS eines 












Monoinfektionen treten in der freien Natur so gut wie nie auf, daher liefert die 
Verwendung von planktonisch kultivierten Bakterien zur Testung antimikrobieller 
Substanzen zwar zufriedenstellende Ergebnisse, diese können jedoch nicht mit 
klinischen Ergebnissen korrelieren [168,236]. Mikroorganismen haben verglichen zu 
planktonisch lebenden Bakterien eine gesteigerte Resistenz gegen äußere Einflüsse, 
wie Austrocknung, Scherkräfte, antibakterielle Substanzen und Phagozytose 
[53,71,83]. Um einen therapeutischen Erfolg bei der Eliminierung der 
dreidimensionalen Biofilmstruktur in-vivo zu erreichen, muss die Wirkung 
antiseptischer Agenzien auch auf Biofilme in-vitro untersucht werden. Hierfür ist die 
Etablierung eines in-vitro Biofilmmodelles die Voraussetzung, da antimikrobielle 
Substanzen auf planktonisch kultivierte Bakterien häufig effektiver wirken, als auf 
adhärent wachsende Bakterien [51]. 
 
Die Etablierung eines in-vitro Biofilmmodelles erfolte mit drei, in verschiedenen 
Phasen der Biofilmbildung vorkommenden Bakterienstämmen, Actinomyces 
naeslundi, Fusobacterium nucleatum und Enterococcus faecalis. Für die Herstellung 
einer adhärenten Bakterienkultur wurden 96 Well-Mikrotiterplatten (tissue culture 
treated) verwendet. Die Biofilmbildung wurde anhand zwei unterschiedlicher Medien 
untersucht, dem BHI-Medium und einem künstlichen Speichelmedium nach Pratten 
et.al. [180], dem 1g/l Saccharose zugefügt wurden und das mit Stichstoff 
desoxygeniert wurde. Nach einer 30minütigen Vorbehandlung der Mikrotiterplatten 
mit dem jeweiligen Kultivierungsmedium wurden jeweils 80µl der zuvor hergestellten 
Bakteriensuspensionen in die Wells der Mikrotiterplatten pipettiert. Die Biofilmbildung 
fand unter statischen, anaerobischen Bedingungen statt. Anaerobe Verhältnisse 
wurden mittels einer Genbox (Genbox Jar 7l) und einem Gasgenerator herrgestellt. 
Es wurde das Wachstumsverhalten zu den Inkubationszeiten 12, 24, 48 und 72 
Stunden untersucht. Als Maß für das Wachstum im Biofilm wurde die Veränderung 
der DNA-Menge der jeweiligen Bakterienstämme über die 16s Gensequenz mit der 
quantitativen real-time PCR (Light Cycler, Roche) bestimmt (n=12). Mittels 
LIVE/DEAD-Färbung (Biofilm Viability Kit von Invitrogen) wurde der prozentuale 
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Anteil lebender Bakterien im Biofilm ermittelt (n=10), wobei nicht spezifiziert wurde 
welche Arten dies waren. Ein essentieller Nachweis eines Biofilmes mit seiner 
dreidimensionalen Struktur ist die Entstehung einer extrazellulären polymeren 
Substanz (EPS). Die EPS wurde mit dem Fluoreszenzfarbstoff Concanavalin A 
(ConA) nachgewiesen. Sowohl die LIVE/DEAD-Färbungen, als auch die ConA-
Färbungen wurden durch zusammengesetzten Schichtaufnahmen visualisiert.  
 
Die in-vitro Biofilmbildung mit dem BHI-Medium zeigte, im Gegensatz zum 
künstlichen Speichelmedium, keinerlei Adhäsionsverhalten der Bakterien. Mit 
Anwendung des künstlichen Speichelmediums sind alle drei untersuchten 
Bakterienarten adhärent in einem Biofilm signifikant gewachsen und zeigten 
tendenziell ein, mit der Kulturdauer zunehmendes Wachstum, dargestellt als 
zunehmende DNA-Konzentration. Die Auswertung von 10 unabhängig gewachsenen 
Biofilmen ergab, dass nach einer 72-stündigen Kultivierungszeit im Median 49,5% 
(range: 46% – 53%) der Bakterien im Biofilm lebend waren. Die Fluoreszenzfärbung 
der extrazellulären polymeren Substanz mit ConA konnte die Matrix in dem in-vitro 
gewachsenen Biofilm nachweisen und beweist die komplexe dreidimensionale 
mikrobielle Gemeinschaft. 
 
Die in-vitro Biofilmbildung aus drei verschiedenen Bakterienstämmen konnte mit 


















AN Actinomyces naeslundii 
a PDT antimikrobielle Photodynamische Therapie 
ATCC American Type Culture Collection 
BHI Brain Heart Infusion 
bp Basenpaare 
°C Grad Celsius 
CaCl2x2H2O Calciumchlorid-Dihydrat 
CFSTR continious flow stirred tank reactor 
CHX Chlorhexidin 
CO2 Kohlendioxid 
Cp Crossing point 
DNA desoxribonucleatic acid 
DSMZ Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen 
EDTA Ethylendiamintetraacetat 
EF Enterococcus faecalis 
EPS extrazelluläre polymere Substanz 
et al. et alii 
etc. et cetera 




















NCBI National Center for Biotechnology Information 
NCTC National Collection of Type Cultures 
ng/µl Nanogramm pro Mikroliter 
NIH National Institutes of Health 
nm Nanometer 
ns nicht signifikant 
O2 Sauerstoff 
PBS Phosphate buffered saline 
PCR Polymerasenkettenreaktion 
PFR plug flow reactor 
ppm parts per million 
PYG Peptone–Yeast Extract–Glucose 
q-rt-PCR quantitative real time Polymerasenkettenreaktion 
QS Quorum sensing 
SBIR Small Business Innovation Research 
subsp. subspecies 
STTR Small Business Technology Transfer 
TAE Tris-Acetat-Ethylendiamintetraacetat 
Upm Umdrehungen pro Minute 
UV Ultraviolett 
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